





























































































































































































called  the Action Myoclonus Renal Failure  syndrome  (AMRF) where patients present with 
progressive neurological  symptoms  including myoclonic epilepsy. Additionally,  LIMP‐2 was 
identified  as  a  sorting  receptor  of  the  lysosomal  hydrolase  β‐glucocerobrosidase  (β‐GC). 




been  elucidated  whether  missorting  of  β‐GC  or  neurological  anomalies  manifest  as  a 
consequence of loss of LIMP‐2. 
 
LIMP‐2 deficiency  in mice resulted  in mistrafficking and significant reduction  in activity 
of β‐GC  in the central nervous system (CNS) accompanied by an accumulation of  lipids and 
carbohydrate‐conjugates  in  primary  neurons  and  brain,  respectively.  In  addition  to  the 
previously  reported  ataxic  gait,  loss  of  LIMP‐2  led  to  behavioural  abnormalities  such  as 
hind‐limb  clasping,  paralysis  and  tremor  consistent  with  CNS  impairment.  Astrogliosis, 
microglial  activation  and  neuronal  shrinkage,  particularly  within  dopaminergic  neurons, 
accompanied  by  an  accumulation  of  α‐synuclein,  increased  apoptosis  and  indications  of 






populations and  its  loss  leads  to abnormal behaviour and disturbed metabolism of several 
substances within  the CNS of mice. Furthermore, attenuating  levels of  LIMP‐2  in order  to 





In  der  vorliegenden  Arbeit  wurde  das  Lysosomal  Integral  Membrane  Protein  type‐2 
(LIMP‐2) auf seine ‐bislang unbeschriebene‐ neuronale Funktion untersucht. Seit einiger Zeit 
ist  LIMP‐2  in  seiner  Rolle  als  Rezeptor  und  Transporter  der  lysosomalen  Hydrolase 
β‐Glukocerobrosidase  (β‐GC)  gut  charakterisiert.  Dabei  führen  β‐GC‐Mutationen  zu 
verminderter  Enzymaktivität,  einhergehend  mit  einer  Anhäufung  des  Substrates 
Glukosylceramid (GluCer). Dieses führt schließlich zur Ausprägung der Gaucher‐Erkrankung, 
einer der häufigsten  lysosomalen Speichererkrankungen. Darüber hinaus  ist bekannt, dass 
Mutationen  innerhalb  des  kodierenden  Gens  für  LIMP‐2  zur  Ausbildung  des  Action 
Myoclonus  Renal  Failure  (AMRF)  ‐Syndroms  führen,  welches  beim  Menschen  durch 
progressive neurologische Symptome, einschließlich myoklonischer Epilepsie, charakterisiert 
ist.  Erst  kürzlich  konnten Mutationen  des  LIMP‐2‐Liganden  β‐GC  als  Risikofaktor  für  die 
Parkinson‐Erkrankung identifiziert werden. Dabei wurde gezeigt, dass GluCer in der Lage ist 




einer signifikanten Verringerung der β‐GC‐Aktivität  im zentralen Nervensystem  (ZNS)  führt. 
Daraus resultierend kommt es in primären Neuronen bzw. im Gehirn zu einer Anhäufung von 
Lipid‐  und  Kohlenhydrat‐Konjugaten.  Zusätzlich  konnten Verhaltensauffälligkeiten, wie  die 
Ausprägung  eines  ataktischen  Ganges  und  die  Verkrampfung  der  Hinterbeine,  sowie 
Lähmungen und Zuckungen beobachtet werden, die als Funktionsstörung des ZNS zu werten 
sind.  Des  Weiteren  wurde  in  Gehirnen  der  LIMP‐2‐defizienten  Mäuse  eine  lysosomale 
Dysfunktion  einhergehend  mit  Astrogliose,  Mikrogliaaktivierung  sowie  neuronaler 
Degradierung  und  vermehrter  Apoptose  beobachtet.  Insbesondere  konnten  Anhäufungen 
von α‐Synuklein  im ZNS sowie der Verlust von dopaminergen Neuronen beobacht werden. 
Ebenso  wurden  α‐Synuklein‐Akkumulationen  in  LIMP‐2‐defizienten  primären  Neuronen 
festgestellt.  Interessanterweise  konnte  durch  heterologe  Expression  von  LIMP‐2  ein 
vermehrter  Transport  von  β‐GC  zum  Lysosom  und  somit  eine  Enzym‐Aktivitätserhöhung 
beobachtet werden, wodurch eine Reduzierung des stationären α‐Synuklein erreicht werden 






new  field of biology  (de Duve, 1959). Their physiological  importance  is highlighted by  the 










transporter  Nieman‐Pick  type  C1  (NPC1)  (Infante  et  al.,  2008),  the multi‐subunit  proton 
transporter  responsible  for  acidification  of  the  lysosome,  the  H+  vacuolar‐type  ATPase 
(Forgac, 1998), the chloride/proton exchanger CLC‐7 (Graves et al., 2008) and several others. 
 
Figure 3.1 Lysosomal membrane proteins. The  topology of  selected  integral membrane proteins  is depicted
(adapted from:(Eskelinen et al., 2003; Ioannou, 2000; Kiselyov et al., 2005).  
 
One essential role of  the  limiting membrane of  the  lysosome  is the protection of cytosolic 
components  from  the degradative properties of acidic hydrolases. Over 50 hydrolases are 
found within  the  lysosomal  lumen which  includes  glucosidases,  phosphatases,  nucleases, 







to  be  responsible  for  transcriptional  control  of  many  lysosomal  proteins  including 
cathepsin D, LAMP‐1, LAMP‐2, β‐Glucocerebrosidase (β‐GC) but not LIMP‐2 (Sardiello et al., 
2009). CLEAR elements, when present in the promoter region of certain genes, can bind the 
Transcription  Factor EB  (TFEB)  to  activate  transcription. Overexpression of TFEB  results  in 
the  formation of more  lysosomes and  increased exocytosis and  its activation  is  intimately 
connected to autophagy (Settembre et al., 2011). Dephosphorylation of TFEB via the kinase 
in mammalian Target Of Rapamycin Complex 1 (mTORC1) during nutrient deprivation  leads 
















Some  proteins,  including  hydrolases,  are  still  directed  to  the  lysosome  in  an  M‐6‐PR 
independent  manner  (fig.  3.2‐2).  In  fact  fibroblasts  from  patients  suffering  from 




do  not  have  the M‐6‐P  tag  (Owada  and  Neufeld,  1982; Waheed  et  al.,  1982).  Similarly, 
knockout mice  of  subunits  of  the  N‐acetlygluosamine‐phosphotransferase  or M‐6‐PR  still 
have some lysosomally targeted hydrolases (Dittmer et al., 1999; Gelfman et al., 2007). Such 
findings  indicate  that  an  alternative  route  for  hydrolases  to  be  directed  to  the  lysosome 
must exist.  
 
Figure  3.2  Trafficking  to  the  lysosome.  1‐ Mannose‐6‐Phosphate  Receptor  (M‐6‐PR)  dependent  pathway. 
Soluble  lysosomal  proteins  obtain  a  Mannose‐6‐Phosphate  (M‐6‐P)  tag  in  the  cis‐Golgi  via  the 





Targeting of  lysosomal enzymes  is  thought  to be cell  type  specific. Within  the  trans‐Golgi, 
sortilin  is a  type 1  transmembrane protein with a short cytoplasmic  tail and  large  lumenal 
domain (Petersen et al., 1997). Cathepsin D is found to be trafficked in an M‐6‐PR dependent 













the CD36  superfamily,  is one of  the most  abundant proteins of  the  lysosomal membrane 
along with the LAMPs 1 and 2 (Marsh et al., 1987). Synonyms for the protein include SR‐BII, 
LGP85, CD36L2, HLGP85  and  LIMPII.  It  is  a  type 3  transmembrane protein  consisting of  a 
large lumenal domain and short cytosolic N‐ and C‐ termini (Fujita et al., 1991; Tabuchi et al., 













et  al.,  2008),  deafness  (Perandones  et  al.,  2012),  demyelinating  peripheral  neuropathy 
(Hopfner et al., 2011) and premature death  (Badhwar et al., 2004). Patients present with 
neurological  symptoms  including  PME  and  ataxia  but  no  cognitive  decline  with 
uncharacterised  storage material  in brain  (Berkovic et  al., 2008). The majority of patients 
lack immunodetectable LIMP‐2 and knockout mice (Gamp et al., 2003) have been shown to 
be a valid mouse model  (Berkovic et al., 2008) with additional symptoms  to  those seen  in 
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AMRF patients (Desmond et al., 2011; Gamp et al., 2003; Knipper et al., 2006; Schroen et al., 
2007). To date  about 13  splice  site, missense  and nonsense  LIMP‐2 mutations have been 












Organ/cell type  Phenotype  Species  Reference 
















Brain  Ataxia, slight hyperactivity  Mouse  Berkovic et al., 2008 
      Berkovic et al., 2008, 





Immune system  Increased susceptibility to Listeria infection  Mouse  Carrasco‐Marín et al.,2011 
Liver, lung, brain  Reduced β‐GC activity  Mouse  (Reczek et al., 2007) 












dealing  with  any  abnormal  aggregates  and  clearance  of  aged/damaged  organelles.  As  a 
result, they possess a well‐developed lysosomal system. Endosomes within neurons actively 
form  in  dendrites  and  are  transported  towards  the  soma,  which  contains  the  highest 
concentration  of  lysosomes  (Overly  and Hollenbeck,  1996). Dysfunction  of  a multitude  of 
components  involved  in  lysosomal  degradation  and  transport  is  associated  with 
neurodegenerative diseases (Fukuda et al., 2006; Nixon et al., 2000; Qi et al., 2012) and may 
be the primary contributor to age‐related neurodegeneration. In fact, a general decrease in 




Glial  cells  can  be  further  subdivided  into  astrocytes,  oligodendrocytes  and  microglia. 
















and  macroautophagy.  These  three  forms  are  distinguishable  from  one  another  by  the 
processes that are  involved  in transportation of cargo across the  lysosomal membrane and 
by means of  differential induction (review:(Cuervo et al., 2005). 
 
In CMA,  soluble,  cytosolic proteins  are  transported  across  the  lysosomal membrane  via  a 
specific  receptor  complex  thought  to  consist of  a  LAMP‐2A multimer, Elongation  Factor‐1 
alpha  (EF1a)  and Glial  Fibrillary Acidic Protein  (GFAP)  (review:(Sridhar  et  al.,  2012)  and  is 
upregulated  in response  to stress/nutrient deprivation  (Komatsu et al., 2005; Young et al., 
2009).  
 
The  sequestration  of  cargo  within  double‐membrane  vesicles  and  their  fusion  with  the 
lysosome  is predominantly used for the degradation of organelles (Mizushima et al., 2008) 
and  aggregated  protein  (Verhoef  et  al.,  2002;  Yamamoto  and  Simonsen,  2011)  within 
eukaryotic  cells  and  is  termed macroautophagy.  Targets  for  degradation  are  sequestered 
into  double‐membrane  vesicles.  When  autophagy  is  initiated  Light  Chain  3‐I  (LC3‐I)  is 




autophagic  vesicles  for  fusion with  the  lysosome  for  degradation  (Komatsu  et  al.,  2007; 




The  importance  of  correct  function  of  the  lysosome  is  highlighted  by  the  prevalence  of 
inborn  lysosomal  diseases  of  which  approximately  40  distinct  forms  are  known  with  a 
collective frequency of 1 in 8,000 live births (Meikle et al., 1999). Lysosomal disease usually 
involves  a  cryptic  cascade  of  events  leading  to  the  manifestation  of  often  crippling 


















the Golgi  apparatus  (Futerman  and  Pagano,  1991).  The  addition  of  sugar‐moieties  to  the 
sphingolipid ceramide results in the production of a more complex subgroup called GSLs that 
play  significant  roles  in membrane  biology  and  provide many  bioactive metabolites  that 
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regulate  cellular  function.  They  are  transported  to  the  plasma  membrane  by  vesicular 
transport  from  the Golgi and are endocytosed  for degradation mediated by calveolin‐ and 
clathrin‐mediated endocytosis (Sillence and Platt, 2004). During metabolism, complex  lipids 





the  highest  level  in  neurons  (Yu  et  al.,  2009).  Additionally,  the majority,  but  not  all,  of 
lysosomal  diseases  show  storage  material  within  the  lysosome.  For  example  electron 
microscopy  of  tissue  from  patients  with  Krabbe  disease,  caused  by  a  defect  in 
galactosylceramidase (fig. 3.3), show many non‐lysosomal bound cytoplasmic inclusions (Del 
Bigio  et  al.,  2004).  Furthermore,  in  Pompe  disease  caused  by  defective  α‐glucosidase, 
storage  is seen within  lysosomes and  in the cytoplasm  (Raben et al., 2002).  Intralysosomal 
storage  material  has  not  been  reported  for  patients  suffering  from  AMRF  caused  by 
mutations in LIMP‐2.  
 
Several  co‐factors  and modifying  proteins  are  essential  for  optimal  function  of  lysosomal 
enzymes. One  such  protein  is  the  SUlfatase Modifying  Factor  SUMF1.   Multiple  sulfatase 
deficiency  (Austin´s  disease)  is  caused  by  mutations  in  the  SUMF1  gene  resulting  in  a 
deficiency  in  function  of  all  12  known  sulfatases  (Cosma  et  al.,  2003).  Another  family  of 
well‐studied co‐factors are the sphingolipid activator proteins, saposins A‐D, all derived from 





The  lysosomal  hydrolase  β‐GC  is  responsible  for  the  intralysosomal  degradation  of  the 
sphingolipid  glucosylceramide  (GluCer)  and  is  transcribed  from  the  Glucosidase  Beta  1 
(GBA1) gene. β‐GC catalyses the removal of glucose from the central ceramide group within 
the lysosome (fig. 3.4). A related enzyme, Glucosidase Beta 2 (GBA2), located in the ER and 
Golgi  (Korschen  et  al.,  2013),  is  responsible  for  metabolism  of  GluCer  outside  of  the 
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lysosome (Yildiz et al., 2006). Gaucher disease (GD)  is the most common  lysosomal storage 
disorder  with  an  incidence  of  1:50,000  live  births  with  fifty  times  increased  prevalence 
within  the  Ashkenazi  Jewish  population  probably  due  to  founder  effects  (Horowitz  and 
Zimran, 1994). It is caused by defective function of β‐GC (Brady et al., 1966) which leads to 
accumulation  of  GluCer  within  affected  cells.  In  some  rare  cases  Gaucher  patients  with 
mutations in saposin C have been reported (Vaccaro et al., 2010).  
 
One of  the  striking  features of GD  is  the pathological enlargement of macrophages  in  the 
form of “Gaucher cells”. Glucosylsphingosine (GluSph) is another metabolite of GluCer which 




not  dramatically  increased  in  brain.  Nonetheless,  up  to  100‐fold  increased  levels  of 





thereby  releasing one glucose group  from  the  core  ceramide  structure. The addition of a glucose  ring onto 
ceramide  is  mediated  by  the  action  of  glucosylceramide  synthase  in  a  condensation  reaction.  (Adapted 
from:(Dvir et al., 2003). 
  
Manifestations  of  GD  are  highly  variable  but  correlate  in  severity  to  remaining  enzyme 













In  many  cases  where  a  defective  hydrolase  is  responsible  for  the  disease,  exogenous 
administration  of  recombinant  enzyme  (Enzyme  Replacement  Therapy,  ERT)  has  proven 
effective  in the  treatment of peripheral GD  (Goldblatt et al., 2005; Grabowski et al., 1998; 
Weinreb et al., 2002). However, with  the exception of  some  storage diseases where high 
doses  of  enzyme  are  administered  such  as  alpha‐mannosidosis  (Blanz  et  al.,  2008)  and 
mucopolysaccharidosis  VII  (Vogler  et  al.,  2005)  ERT  has  not  proven  successful  in  the 
amelioration  of  CNS  impairment  seen  in  lysosomal  diseases,  a  classic  example  being GD 
(Altarescu  et  al.,  2001).  Therefore,  compounds  capable  of  penetrating  the  blood‐brain 
barrier  have  more  attractive  therapeutic  potential.  One  such  compound  is 
N‐butyl‐deoxynojirimycin  (miglustat),  used  in  substrate  reduction  therapy  (SRT)  for  some 
lysosomal diseases (Lachmann, 2006), particularly GD (Cox et al., 2000). Miglustat exerts its 
effects  by  inhibiting  glucosyltransferase  (fig.  3.4)  (Platt  et  al.,  1994).  Thus,  less GluCer  is 
produced  leading  to  an  altogether  decrease  in  GSL  within  the  cell.  In  fact,  miglustat 
treatment resulted in an improvement of symptoms in type 1 GD patients (Cox et al., 2000) 
and CNS symptoms in one patient with AMRF (Chaves et al., 2011). Interestingly, combined 
treatment of miglustat and  recombinant  β‐GC  improved symptoms  in a GD  type 3 patient 
(Capablo et al., 2007). However, reduction of GSLs in general may not be the safest method 




misfolded  proteins  within  the  ER  and  thereby  increase  the  probability  that  they  are 
transported  to  their  destination  within  the  cell,  in  this  case  the  lysosome.  Several 
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chaperones  have  been  identified  capable  of  enhancing  lysosomal  localisation  and  thus 
activity  of  GD  associated  mutated  proteins.  In  addition  to  its  inhibitory  effects  on  the 









a  disease  predominantly  afflicting  the  elderly  involving  a  number  of  both  motor  and 
non‐motor symptoms and is pathologically characterised by the loss of dopaminergic motor 
neurons  within  the  substantia  nigra  pars  compacta  which  causes  striatal  dopamine 
deficiency (review:(Davie, 2008). Symptoms include bradykinesia, asymmetrical tremor, loss 
of circadian timing and  in  later stages delirium and dementia (review:(Jankovic, 2008). The 
etiology  of  the  disease  is  complex  with  both  environmental  factors  and  genetic 
predisposition to consider (Langston et al., 1983; Nuytemans et al., 2010; Ritz and Yu, 2000). 
However,  the  greatest  risk  factor  for  its  development  is  age  (Hindle,  2010).  The 
neuropathological  hallmark  of  PD  and  other  synucleinopathies  (e.g.  dementia with  Lewy 




α‐Synuclein  is  a  small  cytoplasmic  membrane  associated  protein  of  140  amino  acids, 
encoded  by  the  SNCA  gene  found  mainly  in  pre‐synaptic  terminals  and  the  cytosol 
throughout brain  (Greten‐Harrison et al., 2010; Murphy et al., 2000) but also  in other cell 
types (Bartels et al., 2011). Three  isoforms (α, β and ϒ) of synuclein derived from different 
genes  with  overlapping  expression  and  80  %  sequence  homology  have  been  identified 
(Spillantini  et  al.,  1995).  α‐Synuclein  and  β‐synuclein  play  an  essential  role  and  can 
compensate  for  one  another  in  the  stabilisation  of  synaptic  vesicles  via  interaction with 





At  neutral  pH  it  is  an  unstructured  and  soluble  protein  capable  of  associating  with 
membranes  via  highly  conserved  11  amino  acid  repeats  within  its  N‐terminus  (fig.  3.5). 
Furthermore,  upon  binding  to  acidic  phospholipids  in  vesicles,  its  N‐terminal  region  is 
thought to assume an α‐helical secondary structure (Davidson et al., 1998). Three missense 
mutations within  the helical membrane binding domain are associated with disease, A53T 
(Polymeropoulos  et  al.,  1997), A30P  (Kruger  et  al.,  1998)  and  E46K  (Zarranz  et  al.,  2004) 
(fig. 3.5). A region  initially  identified as the non‐amyloid‐β component (NAC)  in Alzheimer´s 
disease which is absent in β‐ and ϒ‐synuclein (Periquet et al., 2007), is particularly prone to 




(Lashuel  et  al.,  2002;  Volles  and  Lansbury,  2002). Overexpression  of  variants  that  favour 
soluble oligomeric and not  insoluble  fibrillary  forms  cause  significantly more neurotoxicity 
(Karpinar  et  al.,  2009;  Winner  et  al.,  2011)  by  impeding  ER  exit  of  lysosomal  destined 
proteins (Mazzulli et al., 2011) and the promotion of mitochondrial dysfunction (Hsu et al., 
2000). Furthermore, α‐synuclein may be phosphorylated on serines at positions 87 and 129 





(Cuervo  et  al.,  2004)  thereby  preventing  degradation  of  related  substrates  such  as  the 
neuronal  survival  factor Myocyte‐specific Enhancer Factor 2D  (MEF2D)  (Yang et al., 2009). 







mutations,  a  highly  hydrophobic  sequence  (region  61‐95)  with  a  non‐amyloid  component  region  (NAC) 






mediated  by  CMA  and  macroautophagy,  are  suggested  to  be  critical  for  α‐synuclein 
degradation  within  the  cell  (Ebrahimi‐Fakhari  et  al.,  2011).  A  deubiquitinase  USP9X  was 
recently identified as a switch that elects whether α‐synuclein is degraded by the UPS or the 
ALP via regulation of the number of ubiquitin molecules tagged to the protein  (Rott et al., 
2011). As a general  rule monomeric wild‐type  α‐synuclein  is degraded by  the proteasome 
and  CMA  whereas  oligomeric  and  aggregated  forms  are  degraded  via  macroautophagy 
(fig. 3.6) (Cuervo et al., 2004; Lamark and Johansen, 2010; Verhoef et al., 2002; Webb et al., 
2003).  Increased protein  concentration of  α‐synuclein alone  causes disease  (Auluck et al., 






results  in a synucleinopathy. Many ubiquitin  ligases have been  identified for the tagging of 
α‐synuclein  for  degradation  by  the  proteasome  including  Ubiquitin  Carboxy‐terminal 
Hydrolase Like‐1 (UCHL‐1) (Leroy et al., 1998) and PARKIN/PARK2 (Kitada et al., 1998). When 
proteins  form  aggregates  within  the  cytosol,  they  can  no  longer  be  degraded  by  the 
proteasome.  In  this  case macroautophagy  is  responsible  for  its  clearance  (Verhoef  et  al., 
2002; Yamamoto and Simonsen, 2011).  Interestingly, PARKIN, among others,  is reported to 
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macroautophagy  (Komatsu  et  al.,  2007).  Only wild‐type, monomeric  α‐synuclein may  be 
transported into the lysosome via CMA (Vogiatzi et al., 2008; Xilouri et al., 2009). In this way 
α‐synuclein  is  recognised by  the  chaperone HSc70 before binding  to  the CMA  transporter 










sequestered  into double membrane vesicles  for direction  to  the  lysosome via p62 and LC3  in  the process of 
macroautophagy. Soluble oligomers and insoluble fibrils are degraded by unknown means within the lysosome. 





Both  environmental  and  genetic  factors  are  thought  to  contribute  to  the  onset  of  the 
disease. While  the disease predominantly affects  the elderly, usually over 75  years,  some 
early  onset  forms  of  the  disease,  termed  juvenile  PD,  have  been  described. Duplications 
(Nishioka et al., 2006) and triplications (Singleton et al., 2003) of the SNCA gene as well as 
missense mutations  (Kruger et al., 1998; Polymeropoulos et al., 1997; Zarranz et al., 2004) 
are  linked  to  early  onset  PD.  All  mutants  have  a  high  potential  to  aggregate  and  are 
ineffectively degraded by  the cell.   Mutations and reduced catalytic activity within UCHL‐1 




Figure 3.7 Lysosomal protein  trafficking and  function defects associated with PD. Proteins associated with 
ubiquitin mediated clearance  (PARKIN and UCHL‐1),  retrograde  transport of proteins  to  the Golgi  (Vps35), a 
major lysosomal protease (cathepsin D), several lysosomal integral proteins and the soluble hydrolase β‐GC are 
shown.  Dysfunction,  reduced  function  or  misfolding  of  proteins  involved  in  lysosome  activity  potentially 
perturb degradation of  α‐synuclein  and  thus  cause Parkinson´s disease. Proteins  such  as  β‐GC,  LIMP‐2  and 
α‐synuclein that are the main subject of this study are highlighted in red. 
 
Deficits within proteins  involved  in  trafficking or  function of  lysosomal proteins appear  to 
affect  greatly  the  capacity  for  degradation  of  α‐synuclein by  the  cell  (fig.  3.7). Mutations 
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is  underlined  by  the  occurrence  of  synucleinopathies  alongside  some  lysosomal  storage 
diseases in humans such as Niemann‐Pick type C1 (Saito et al., 2004), Tay‐Sachs disease and 





link  between mutations  in  β‐GC  and  aberrant  α‐synuclein  degradation.  Furthermore,  the 
precise  role  of  β‐GC  in  regulating  neuronal  α‐synuclein  levels  is  still  under  debate.  In  PD 
patients  carrying  β‐GC mutations  α‐synuclein  positive  Lewy  bodies  are  found  comparable 
with other synucleinopathies (Goker‐Alpan et al., 2010; Tan et al., 2004; Wong et al., 2004). 
Mutant  β‐GC  is  thought  to  contribute  to  aggregation  of  α‐synuclein  and  can  be  found 
localised  in  Lewy  bodies  (Goker‐Alpan  et  al.,  2010)  suggesting  direct  interaction  of  both 
proteins (Yap et al., 2011). It has been speculated that mutated, misfolded β‐GC either binds 






and  α‐synuclein  are  thought  to  share  the  same  ubiquitin  ligase  (Shimura  et  al.,  2000), 
PARKIN  (fig.  3.7).  Furthermore,  PARKIN  is  thought  to  be  critical  for  efficient  clearance  of 
mitochondria  via  macroautophagy  in  a  process  termed  mitophagy.  Interestingly, 
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Figure  3.8  Pathogenic  feed‐forward  loop  of  glucosylceramide  and  α‐synuclein. An  increase  in  α‐synuclein 
causes  its oligomerisation. Reduced activity of β‐GC results  in an  increase  in GluCer concentration within the 
lysosomal  lumen.  GluCer  stabilises  soluble  α‐synuclein  oligomers,  thus  retarding  its  degradation.  Soluble 
oligomers may  form  insoluble  fibrils  or  block  ER‐Golgi  trafficking  of newly  synthesised  proteins  causing  an 
intensifying pathogenic loop. (Adapted from (Mazzulli et al., 2011). 
 
Furthermore,  overexpression  of  α‐synuclein  is  known  to  block  ER‐Golgi  transport  in  both 
yeast and mammalian cells  (Cooper et al., 2006; Thayanidhi et al., 2010).  In  this manner a 
pathogenic feed forward  loop may be generated (fig. 7.8). That  is, an  increase  in  lysosomal 
lipids  leads  to  the  stabilisation  of  α‐synuclein  within  the  lysosome  thereby  reducing  its 




































The  central  aim  of  this  project  was  the  characterisation  of  the  in  vivo  function  of  the 
Lysosomal  Integral Membrane  Protein  type  2  (LIMP‐2) within  the  central  nervous  system 
(CNS) of mice.  Immunohistology  as well  as  the preparation of primary neuronal  and  glial 
cultures were employed in order to elucidate the expression pattern of LIMP‐2 in cells within 
the brain. Behavioural studies as well as an array of histological staining techniques, protein 
biochemistry,  lysosomal  enzyme  activity  assays  and molecular  biology  preparations were 
used in order to explain the role LIMP‐2 plays in the CNS.  
 
Additionally,  the  potential mistrafficking  of  the  lysosomal  hydrolase  β‐Glucocerebrosidase 
(β‐GC),  the  anticipated  accumulation  of  its  metabolic  products  and  the  putative 
accumulation  of  α‐synuclein  in  neuronal  cells  was  assessed  using  biochemical methods, 
immunological staining of histological sections and primary cell culture. 
 
Finally,  the  therapeutic potential of  LIMP‐2 was  analysed under  the  assumption  that  it  is 
responsible  for  transportation  of  β‐GC  to  the  lysosome  in  neurons  and  reduction  of 
enzymatic  activity  leads  to  accumulation  of  α‐synuclein.  Overexpression  studies  and 
glycosphingolipid  synthesis  inhibitor  treatment  of  several  cell  lines  and  primary  neurons 


































Two  expression  vectors,  pFrog3  (Gunther  et  al.,  1998)  and  pcDNA3.1 Hygro+  (Invitrogen, 
Darmstadt, DE), were used in the course of this study (table 5.2). The pFrog vector, derived 
from  the  pcDNA3  vector  (Invitrogen,  Darmstadt,  DE),  was  originally  designed  for 
complementary RNA synthesis and has  the 5’‐ and 3’‐untranslated region of β‐globin  from 
Xenopus  laevis. Within  this  vector  the  T7‐promoter  and  cytomegalovirus  (CMV) promoter 






The  vector  pcDNA3.1  Hygro+  has  3  promoters  that  allow  a  high  expression  rate  of 
recombinant protein including the CMV‐promoter and a T7‐promoter and a poly‐adenylation 
tail.  Additionally,  the  presence  of  a  SV40  promoter  allows  efficient  transcription  of 




Vector  Size (Kb)  Reference  Use  Resistance 
pEGFP  4.7  Invitrogen, Darmstadt, DE  Estimation of transfection efficiency/ mock transfection   Kanamycin 
pcDNA3.1 Hygro+  5.4  Invitrogen, Darmstadt, DE  Transient and stable expression of desired cDNA 
Ampicillin/ 
Hygromycin 












Vector  Size (kb)  Reference  Description 
pFrog3  mLIMP‐2‐Myc  (Blanz  et  al.,  2010; Reczek et al., 2007)  Murine LIMP‐2 with C‐terminal myc tag. 
pFrog3  mLIMP‐2(DDD)  (Blanz et al., 2010)  Murine LIMP‐2 with mutation in helix known to be β‐GC binding region. 












LIMP‐2‐deficient mice  from  a mixed  background  of  C57BL/6J  x  129  SV/J were  described 
previously  (Berkovic et al., 2008; Gamp et al., 2003) and backcrossed at  least 3  times  into 
C57BL/6N  from  Charles  River  laboratories  (Massachusetts,  US).  LIMP‐2  deficient  mice 
contain  a neomycin  (neo)  cassette  that disrupts  transcription within exon 8  (Gamp et  al., 
2003).  Embryos  at  gestation  day  15.5  from  sacrificed  LIMP‐2  heterozygote  females 
terminally mated with  LIMP‐2 heterozygote males were used  for neuronal  cultures. Mice, 
2‐10 months old, were assessed for behavioural deficits. Sibling mice from either sex, 6‐10 




Mice  overexpressing  human  α‐synuclein  (S13)  were  acquired  from  Novartis  (Novartis 
Pharma GmbH, Nürnberg, Germany). S13 transgene mice carry an inserted SNCA gene under 
the  control  of  the  THYmocyte  differentiation  antigen  1  (Thy‐1)  promoter  leading  to 
overexpression of α‐synuclein in most neuronal populations. Embryos at gestation day 15.5 
from sacrificed females carrying the α‐synuclein transgene terminally mated with wild‐type 
males were  used  for  neuronal  cultures. Mice  overexpressing  human  α‐synuclein with  an 


















Name  Source  Host  Dilutions 
IF WB  IHC  IH‐F




Franklin Lakes, NJ, US  mouse  1:100  1:1000  1:1000  ‐‐ 
α‐β‐GC (4171)  Sigma Aldrich, Steinheim,DE  rabbit  ‐‐  1:2000  ‐‐  ‐‐ 
α‐Calbindin  Abcam, Cambridge, UK  mouse  ‐‐  ‐‐  ‐‐  1:250 
α‐Cathepsin D (SII10)    (Hentze et al., 1984)  rabbit  ‐‐  1:1000  1:500  1:100 
α‐CD68  Serotec, Oxford, UK  rat  1:500  ‐‐  1:3000  1:200 
α‐GFAP  Sigma Aldrich, Steinheim, DE 
mouse/ 
rabbit  1:200  ‐‐  1:3000  1:300 
α‐HA (3F10)  Roche, Penzberg, DE  rat  ‐‐  1:500  ‐‐  ‐‐ 
α‐KDEL   Stressgen, Ann Arbor, MI, US  mouse  1:50  ‐‐  ‐‐  ‐‐ 
α‐LAMP‐1 (1D4B)   DSHB, Iowa City, US   rat  1:50  1:500  ‐‐  1:200 
α‐LAMP‐2 (ABL93c)   DSHB, Iowa City, US   rat  1:100  1:500  ‐‐  1:200 
α‐LIMP‐2  Pineda, Berlin, DE  rabbit  1:500  1:2000  1:3000  1:200 
α‐MAP‐2  Sigma Aldrich, Steinheim, DE  mouse  1:300  ‐‐  ‐‐  ‐‐ 
α‐MBP (MAB 386)  Chemicon, Billerica, US  rat  ‐‐  1:1000  ‐‐  ‐‐ 
α‐NeuN (MAB 377)  Chemicon, Billerica, US  mouse  ‐‐  ‐‐  1:2000  ‐‐ 
α‐p62 (PW9860) 
Enzo Life Sciences, Lörrach, 
DE  rabbit  ‐‐  1:3000  1:3000  ‐‐ 
α‐Polyubiquitin (FK1)   Biotrend, Cologne, DE  mouse  1:200  1:1000  1:1000  ‐‐ 
α‐Tyrosine 




Name  Source  Host  Dilutions 












UK  Goat  ‐‐  ‐‐  1:500  ‐‐ 
α‐Mouse‐HRP  Dianova GmbH, Hamburg, DE  Sheep  ‐‐  1:10,000  ‐‐  ‐‐ 
α‐Rabbit‐HRP  Dianova GmbH, Hamburg, DE  Sheep  ‐‐  1:10,000  ‐‐  ‐‐ 

















Markus  Glatzel,  Institute  of  Neuropathology,  University  Medical  Centre  Eppendorf, 




  Clinical internal number  Sex  Age  Pathology 
Case 1  NP_17‐2011  Male  74  Synucleinopathy 
Case 2  NP_247‐2007  Female  61  Synucleinopathy 
Case 3  NP_94_12  Female  75  Synucleinopathy 
Case 4  NP_120_12  Male  74  Synucleinopathy 
Case 5  NP_224_08  Male  87  Synucleinopathy 
Case 6  NP_96_10  Male  69  Synucleinopathy 
         
Control 1  NP_246‐2008  Male  61  Normal 
Control 2  NP_368‐2008  Male  68  Normal 
Control 3  NP_251_2012 Bl.3  Female  82  Normal 
Control 4  NP_252_2012 Bl.3  Male  68  Normal 
Control 5  NP_253_2012 Bl.3  Female  72  Normal 
Control 6  NP_255_2012 Bl.3  Female  88  Normal 










of movement  at  rest was  scored 0/1  (0 = normal; 1 = movement  abnormalities  including 























the  left  ventricle  and  the  right  atrium  was  cut.  Vascular  pressure  was  maintained  at 
approximately 80 mm Hg. The mouse was perfused  initially with 0.1 M phosphate buffer 







skull  was  cut,  again  caudal‐rostral,  and  removed  carefully  using  forceps.  Isolated  brains 
intended  for  histological  analysis  were  post‐fixed  at  room  temperature  for  4  hours  in 
4 % PFA/ PBS. For separation of specific brain regions the entire brain was divided sagittally 








Spinal  cords were  isolated  from mice  using  a  CX41 microscope  (Olympus, Hamburg, DE). 











xylol  (2 x 60 minutes) and  incubated  in Roti®Plast paraffin  (Roth, Karlsruhe, DE) heated  to 






(2  X  10 minutes)  before  rehydration  in  an  alcohol  series  (i.e.  5 minutes  each  in  100  % 

















This method of staining  is used  for  the detection of Nissl substance, a  large granular body 
found  only  in  the  cytoplasm  of  neurons.  Both  thin  (5‐10  µm)  and  free‐floating  (45  µm) 
sections can be stained using the Nissl technique. The Nissl body will be stained purple‐blue. 
This  stain  is commonly used  for  identifying  the basic neuronal  structures  in  the CNS. Free 
floating  sections were mounted  on  glass  slides  and  allowed  to  dry  for  48  hours  at  room 
temperature.   Sections were dehydrated  in 50 % ethanol  for 5 minutes then  incubated  for 
1 hour in 70 % ethanol. Slides were then stained for 2 minutes using 0.1 % cresyl violet with 
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approximately  300 µl  of  glacial  acetic  acid  in 100 ml  of ddH2O.  Slides were  subsequently 





Luxol  fast blue  is a  staining method used  for  the detection of myelin/myelinated axons  in 
fixed sections. The myelin,  including phospholipids, will be stained blue‐green.   A 1 %  luxol 
fast blue solution‐L0294 (Sigma Aldrich, Steinheim, DE) was used to stain paraffin sections. 
Deparaffinised sections (5.3.3.2) were incubated overnight at 56 °C. Excess stain was rinsed 









To  allow  for  general morphological  characterisation  paraffin  sections were  stained  using 
Haematoxylin  and  Eosin  (H&E).  Haematoxylin  is  a  negatively  charged  basic  stain  that  is 
attracted to the acidic phosphate groups of DNA, glycosaminoglycans and carboxyl groups of 
proteins and  is therefore used to stain the nuclei of cells a deep purple at an acidic pH (to 
facilitate  more  specific  nuclear  staining).  Conversely,  Eosin  is  of  acidic  nature  and  is 
negatively charged. Thus, it is attracted to the basic, positively charged ammonium groups of 
proteins  within  the  cytosol  and  therefore  stains  the  cytosol  of  cells  pink.  Degenerated 
organelles within a cell tend to aggregate into spherical/elliptic structures. Eosin can be used 




















 Acid  alcohol  dunk  2‐3  times  until  the  sections 
turn pink. 
 Tap water rinse 3‐5 minutes. 
 Basic water 5‐6  slow dunks;  the  sections  should 
darken noticeably.  

































Periodic  acid‐Schiff  (PAS)  staining  is  a  method  to  detect  glycogen  or  accumulated 
carbohydrate‐conjugates in tissue. The carbohydrate may be conjugated to a lipid or protein. 
Periodic acid selectively oxidises glucose/galactose residues to give aldehydes that react with 
Schiff´s  reagent  to  produce  a magenta  staining.  Increased  staining  in  tissue may  indicate 
metabolic disorders and thus storage of, for example, glycoprotein or glycolipid. Staining of 




A valuable  tool  in allowing  the assessment of morphology within neurons  is  the Golgi‐Cox 
staining  method.  Successful  impregnation  of  brain  tissue  with  this  method  provides  a 
complete picture of neuronal morphology as a  result of a metallic mercury deposit within 
the  cytoplasm  of  neurons. However,  for  unknown  reasons,  irrespective  of  neuronal  type, 









Figure  5.1  Golgi‐Cox  staining 
of  a  240  µm  thick  sagittal 
section  from  murine  brain. 
Staining  allows  morphological 
analysis  of  individual  neurons 
in thick (100‐240 µm) sections. 
Only  a  small  percentage  of 
neurons  (1‐10  %)  are  stained 
black using this technique. The 
cortex  (Cx)  and  hippocampus 
(Hp)  are  shown  including 






5 ml of  a  1:1 mixture of  solution A:B  and  stored overnight  in  the dark.  The mixture was 
replaced the next day and stored for a further 13 days at room temperature in the dark. The 
tissue was then transferred to a new tube with 5 ml solution C and stored in the dark at 4 °C. 
Buffer was  replaced with  fresh  solution C  the next day. All utensils used  in  staining were 





room  temperature  before washing  twice  in  ddH2O  for  5 minutes  each.  Tissue was  then 
dehydrated  in  50 %,  75 %  and  95 %  ethanol,  4 minutes  each  step  followed  by  absolute 





An  invaluable  addition  to  morphological  histological  changes  via  histochemistry  is  the 
utilisation of antibodies  in  immunohistology.  Indirect  immunodetection differs  from direct 




For  amplification  and  extra  sensitivity  of  the  signal  detectable  from  a  streptavidin/biotin 
system  may  be  used  (ABC  system)  (fig.  5.2A).  A  biotinylated  secondary  antibody  binds 
specifically to the Fc region of the bound primary antibody. Streptavidin binds to the biotin 




of primary  antibody binding.  Two  such  chromogenic  substrates  are  3,3'‐diaminobenzidine 
(DAB)  and  Fast‐Red. HRP  causes  the  reduction  of DAB  to  an  insoluble  brown  precipitate 
indicating exactly where antibody has bound. Fast‐Red can be used as a chromogen  in the 













method employs a  secondary antibody with a biotin  tag. A complex of biotinylated HRP and  streptavidin  is 





For  immunohistochemistry  staining  endogenous  peroxidase  activity  was  stopped  by 
incubating sections in 0.3 % H2O2/0.1M PB for 30 minutes. Sections were rinsed in 0.1 M PB 
and  blocked  in  0.1 M  PB with  4 %  normal  goat  serum,  and  0.25 %  Triton  X‐100  for  30 
minutes at  room  temperature. After  incubation with  the  first antibody overnight,  sections 
were rinsed with 0.1 M PB/0.25 % Triton X‐100 and  incubated with secondary biotinylated 
antibodies (5.1.6 table 5.5). Sections were washed once with 0.1 M PB/0.25 % Triton X‐100 
then with 0.1M PB   followed by   0.01 M PB and finally  in ddH2O before development using 
Vector  Laboratories  ABC  kit  followed  by  the  elite  DAB  staining  kit  according  to  the 
manufacturer’s  instructions  (Vector  Laboratories,  Enzo  Life  Sciences,  Lörrach,  DE).  DAB 
sections were dehydrated and prepared  for mounting as outlined  in section 5.3.5.8 before 
microscopical  analysis  using  a  BX50  microscope  (Olympus,  Hamburg,  DE).  Sections  for 
immunofluorescence  were  mounted  in  a  mixture  of  1,  4‐diazabicyclo  [2,  2,  2]  octane 
(DABCO)/Mowiol (17 % Mowiol, 33 % Glycerol), 50 mg/ml DABCO, 1 µg/ml 4',6‐diamidino‐2‐
phenylindole (DAPI) and hardened in the dark at room temperature overnight. Sections were 




DNA  fragmentation  is  associated with  apoptotic  events  in  the  cell  (Kerr  et  al.,  1972).  By 
labelling  the ends of DNA  fragments with nucleotides  attached  to  a digoxigenin  tag,  cells 
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undergoing  apoptosis  can  be  identified  (Gavrieli  et  al.,  1992).  Terminal  deoxynucleotidyl 
Transferase  (TdT)  is an enzyme used  for  the  transfer of deoxyuridine  triphosphate  (dUTP) 
onto the 3’ end of a DNA strand. TdT dUTP Nick End Labeling (TUNEL) staining was used to 
detect the presence of apoptotic cells within brain tissue. This assay involves the addition of 
digoxigenin  conjugated  nucleotides  to  the  3’  hydroxly  ends  of  nicked  DNA  strands.  A 
secondary  antibody  conjugated  to  a  peroxidase  reporter molecule.  Using  a  chromogenic 
substrate the presence/absence and localisation of apoptosis may be assessed. 
 




proteinase  K  diluted  in  PBS  for  15  minutes.  Endogenous  peroxidase  was  quenched  by 
incubating  the  sections  in  3  %  H2O2/PBS  for  5  minutes.  Samples  were  incubated  with 
equilibration buffer before incubating with the TdT enzyme for an hour at 37 °C. In this step 
a  digoxigenin  label was  conjugated  to  the  ends  of  nicked DNA  strands.  The  reaction was 
terminated with  the  “stop  buffer”.  Sections were  then washed  repeatedly  in  PBS  before 
incubating with an anti‐digoxigenin antibody attached to a peroxidase  for 30 minutes. The 
section was then washed  in 4 changes of PBS for 2 minutes per wash. Colour development 
was  carried  out  using  the  DAB  staining  kit  according  to  the manufacturer’s  instructions 
(Vector  Laboratories,  Enzo  Life  Sciences,  Lörrach,  DE).  Sections  were  dehydrated  and 




Sections were  dehydrated  in  increasing  concentrations  of  ethanol  (5 minutes  each;  50 % 
ethanol, 70 % ethanol, 96 % ethanol, 100 % ethanol). Alcohol was removed via 2 changes of 










sections were  dehydrated  using  ascending  ethyl  alcohol  concentration  steps,  followed  by 
two  rinses  in  propylene  oxide.  Infiltration  of  the  embedding medium was  performed  by 
immersing the pieces in a 1:1 mixture of propylene oxide and Epon and finally in neat Epon 















DNA  and  RNA may  be  separated  based  on  size when  run  through  an  agarose  gel  in  TAE 
buffer  (appendix 9.1.5).  Ethidium bromide  (Roth, Karlsruhe, DE)  is  a dye  that  intercalates 
into nucleic acids and may  thus be used  to visualise DNA/RNA bands under UV  light  (312 
nm).  For  all  experiments  agarose  gel with  a  concentration  of  1‐1.5 %/  0.03 %  ethidium 
bromide solution (Roth, Karlsruhe, DE) was used. Desired DNA fragments were cut out of the 
gel and purified using the plasmid miniprep kit (Fermentas, St‐Leon‐Rot, DE) according to the 





in an exponential manner  (Mullis et al., 1986). PCR  is based on  three  steps necessary  for 
correct amplification. Firstly,  the double stranded DNA “melts”  (becomes single stranded). 
Secondly, the temperature of the reaction  is reduced to approximately 5 °C  lower than the 
melting  temperature  of  the  primers  (Tm)  allowing  “annealing”  to  take  place.  The  Tm  of  a 
primer may be calculated based on the purine and pyrimidine content. Finally, “elongation” 
of  DNA  is  carried  out  at  an  optimal  temperature  for  the  polymerase  used  where 
deoxyribonucleotides (dNTPs) are added 5´to 3´ to the growing DNA chain. These three steps 
are repeated several times. Each cycle results in double the amount of template. Therefore, 
a  specific  sequence  of  DNA may  be  amplified  in  an  exponential manner.  Usually  such  a 
reaction  is preceded by a 3‐5 minutes at 95 °C to allow complete melting of the template. 
Additionally,  some  enzymes  require  an  initial,  high  temperature  (hot‐start)  in  order  to 
become  fully  active.  An  extended  period  of  approximately  5 minutes  at  the  elongation 
temperature  is  also  added  at  the  end  to  allow  complete  exhaustion  of  all  dNTPs.  PCR 
reactions were  used  for  amplification  of  cDNA  for  use  in  cloning  of  specific  genes  into  a 









screw‐cap  tube with  1 ml  Trizol  per  70 mg  tissue.  The  sample was  homogenised  using  a 
Xenox  hand‐mixer  and  further  dissociated  by  passing  through  a  0.6  mm  needle.  The 
suspension was  then  incubated at  room  temperature  for 5 minutes before adding 200  μl 






(Macherey‐Nagel, Düren, DE)  kit was used  to  purify RNA  and DeoxyriboNuclease  (DNase) 
treatment  to  eliminate  any  contaminating  genomic  DNA  (gDNA)  according  to  the 
manufacturer´s instructions. In a fresh 2 ml reaction tube 400 μl of the aqueous upper layer 
and 600 µl of RA1:ethanol mix  (i.e. 1200  μl of RA1 + 1200  μl 96‐100 % ethanol)  from  the 
Nucleospin kit were vortexed briefly. Subsequently, 700 μl of the mixture was pipetted onto 
a  purification  column  and  centrifuged  at  8,000  g  (11,000  rpm)  for  30  seconds.  The  flow 




rnx buffer  from  the nucleospin RNA  II  kit).  Tubes were  incubated  for 45 – 60 minutes  at 







RNA was  eluted with  60  μl  of  RiboNuclease  free water  (from  the  kit)  and  centrifuged  at 
8,000 g for 1 min. Integrity of RNA (messenger (mRNA) and ribosomal (rRNA)) was tested by 








140  V.  The  28s,  18s  and  5.8s  rRNA 
bands  are  clearly  visible  for  all  3 

























A  PCR  reaction was  used  in  order  to  assess  the  integrity  of  cDNA  using  GlycerAldehyde 







Reagent  Volume (µl)     
Primer Forward (10 µM)  2  95 °C   5 minutes   
Primer Reverse (10 µM)  2  95 °C  30 sec   
10x Dream Taq Buffer  5  58 °C  30 sec  x 40 
Dream Taq 5U   1  72 °C  20 sec   
dNTP (2 mM)  4  72 °C  5 minutes   
DMSO  2.5  10 °C   
cDNA (from 1 μg RNA)  1     
H2O  32.5  Amplicon size: 237 bp 





Quantitative  Real‐Time  PCR  (qRT‐PCR)  is  a  sensitive  technique  used  to  quantify  mRNA 
expression  of  specific  genes.  When  compared  to  other  methods  of  gene  expression 
quantification  such as northern blots and  ribonuclease protection assays qRT‐PCR  is more 
sensitive  and  less  labour  intensive. A  number  of  different methods  of  detection of  cDNA 
derived  from mRNA  are  available  but  all  are  based  on  the  same  principle.  That  is  the 




intercalates  into  double  stranded  DNA.  Primers  designed  to  amplify  one  specific  region 
within  a  sequence  of  cDNA  are  chosen. At  the  annealing  temperature  for  each  cycle  the 
amount of double stranded DNA may be quantified relative to the signal emitted by SYBR® 
Green. Based on  the amount of  template available  initially a certain number of cycles are 
needed before SYBR®Green signal may be detected above background called the threshold 
level.  The  number  of  cycles  it  takes  to  reach  this  value  is  the  threshold  value  (Ct  value). 
Therefore  the  amount  of  template  is  inversely  proportional  to  the  Ct  value  (fig.  5.4 
sample  A).  
 
Amplification  efficiency  of  primers may  be  calculating  using  a  standard  curve  or may  be 
assumed to be 100 % or 1 and therefore results in a fold increase of 2 with each cycle (Livak 
and Schmittgen, 2001). Due to the fact that SYBR®Green recognises all double stranded DNA 
it  is  important  to  run  a melting  curve  after  each  reaction  to  eliminate  the  possibility  of 
primer dimers in the reaction. The reaction is heated in a stepwise manner and the melting 
temperature of the products is measured. One clear peak of change in fluorescence relative 
to  temperature  should  be  visible  indicating  that  all  products  melted  at  the  same 
temperature (typically approximately 85 °C) and therefore only one product was amplified. 






can  therefore  be  expressed  as  a  value  relative  to  its  level  in  a  control  sample  using  the 
formula:  
2‐ΔΔCt = 2 ˄ ‐[(Cttest ‐ Ctcontrol)X ‐ (Cttest ‐ Ctcontrol)HKG] 




Figure 5.4 Overview of qRT‐PCR. 1‐ Primers bind  to a specific sequence of DNA. 2‐ The  target sequence  is 
elongated. 3‐ Reduction in temperature results in annealing of double stranded complementary DNA and the 






CGG  CTT GGT AAA AGT GT‐3’)  and  β‐GC  (forward:  5’‐GCT  CAA  CAT CCT  TGC  TTT GTC‐3’,   









Reagent  Volume (µl)  94 °C  15 seconds   
Primer Forward (5 µM)  1  94 °C  15 seconds   
Primer Reverse (5 µM)  1  58 °C  30 seconds  x 35 






In order  to determine whether  an  animal  contained  a wild‐type  allele  and/or  a  knockout 
allele genotyping was carried out on tissue samples (approximately 0.5 cm tail biopsy) from 
all mice between 3 and 4 weeks of age. Additionally, mice were  regenotyped  in order  to 





and embryos were  genotyped using  a PCR protocol  as described previously  (Gamp et  al., 
2003). Exon/Neo PCR was carried out with exon 8 spanning primers (Cx5, 5′‐GGA TAC AGC 












Reagent  Volume (µl)  Neo  Exon 
Primer Forward (10 µM)  2  96 °C  5 minutes    95 °C  5 minutes   
Primer Reverse (10 µM)  2  95 °C  15 seconds    95 °C  30 seconds   
10x Dream Taq Buffer  5  65 °C  30 seconds  x 40  58 °C  30 seconds  x 40 
Dream Taq 5U  0.25  72 °C  1 minute    72 °C  2 minutes   
dNTP (10 mM)  1  72 °C  5 minutes    72 °C  5 minutes   
DMSO  2.5  10 °C      10 °C     
Template  3             
H2O  32.5             
Total volume  50             
 
5.3.10 Cloning  




GTT  AGG  CTT  CAG  GTT  CG‐3’)  and  cloned  into  the  pcDNA3.1  Hygro  +  vector  between 
restriction  sites  HindIII  and  XhoI.  Similarly,  a  HA  tag  (YPYDVPDYA) was  added  to  the  C‐
Figure 5.5 LIMP‐2 gene knockout scheme. Using homologous recombination a neomycin cassette  is  inserted 









manufacturer’s  instructions. All  cloning PCR  reactions were  carried out using  the protocol 
outlined  in table 5.12. Pfu Polymerase (Fermentas, St‐Leon‐Rot, DE) was used for template 
amplification  due  to  its  inherent  exonuclease  activity  and  proof‐reading  capabilities.  The 







Primer Fwd (10 µM)  2 95 °C 5 minute  
Primer Rev (10 µM)  2 95 °C 30 sec  
10x Pfu Buffer  5 56 °C 30 sec x 40 
Pfu Polymerase 5U   0.5 72 °C X min  
dNTP (2 mM)  4 72 °C 5 minute  






minutes.  A  clear  band  of  the  correct  estimated  size was  then  cut  out  of  the  gel  using  a 
scalpel  and  purified  using  the  High  Pure  PCR  product  purification  kit  (Roche,  Basel,  CH) 
according to the manufacturer’s conditions.  
 
The purified PCR product  and  the  vector were  incubated with  the  appropriate  restriction 
enzymes  overnight  and  for  2  hours  respectively.  The  vector  was  dephosphorylated  via 
treatment with FastAP (Fermentas, St‐Leon‐Rot, DE) to prevent religation of the vector. The 


















expression  plasmids  the  bacterial  strain  XL1‐Blue  Escherichia  coli  (E.  coli)  was  utilised 
(Bullock  et  al,  1987).  Electrocompetent  E.  coli  were  thawed  on  ice.  The  bacteria  were 
pipetted with  1  µl  of  the  ligation mixture  (table  5.13)  or  1  µl  plasmid  stock  into  a  cold 
electroporation cuvette  followed by electroporation at 2.5 kV, 400 Ω and 25 µF  in a Gene 
pulser (Biorad, Hercules, US). The electroporated cells were then incubated in 1 ml warm LB 
only  for  30 minutes  at  37  °C.  Finally,  ligation  reactions were  centrifuged  for  1 minute  at 
5,000  rpm,  800  µl  of  the  supernatant was  discarded  and  the  pellet  resuspended  before 
plating,  with  a  sterile  hockey‐stick,  onto  LB‐Agar  plates  with  the  appropriate  antibiotic 
resistance  (i.e  50  µg/ml  ampicillin  or  30  µg/mg  kanamycin).  Single  positive  clones were 
picked with a  sterile  toothpick and  incubated  in 3 ml of  LB medium with  the appropriate 
antibiotic resistance overnight at 37 °C. Plasmids were  isolated  from the expanded culture 
using  the  miniprep  kit  (Fermentas,  St‐Leon‐Rot,  DE)  according  to  the  manufacturer´s 
instructions.  Retransformation  reactions  were  added  to  100  ml  LB  media  with  the 
appropriate antibiotic concentration. Plates/flasks were incubated overnight at 37 °C. Large 






















Sequential  extraction  of  soluble  and  insoluble  fractions  was  carried  out  as  described 
previously (Mazzulli et al., 2006). Briefly, brains were lysed in 10 volumes of triton buffer (1 
% triton x‐100, 20 mM HEPES, 150 mM NaCl, 10 % glycerol, 1 mM MgCl2, 50 mM NaF, 2 mM 
NaVO3, protease  inhibitors – pH 7.4). Lysates were  then subjected  to 4  freeze  thaw cycles 
and ultracentrifuged (OptimaTM TLX ultracentrifuge, Beckman) at 100,000 g for 30 minutes. 
The two supernatants were pooled as the triton soluble fraction. The pellet was extracted as 
before  in  another  10  volumes  of  lysis  buffer.  The  remaining  pellet was  extracted with  5 















and  200 µl  of  a mixture  from  solutions A  and B  (50:1)  and  incubated  at  37  °C  for  20‐30 





PAGE) based on size  (Laemmli, 1970). SDS  is an anionic detergent  that denatures proteins 




the  anode  with  smaller  proteins  running  faster  than  larger  ones.  Depending  on  the 
separation of proteins desired (i.e. 10 % for greater separation of larger proteins, 12.5 % for 




to  60  °C  for  20 minutes.  A  standard marker  (Fermentas,  St‐Leon‐Rot,  DE) was  used  for 











Component  10 %  12,5 %  Stacking Gel (4,5 %) 
Stacking gel buffer  ‐  ‐ 1.35 ml 
Separation gel buffer   2.6 ml 2.6 ml ‐
Polyacryamide (30 %)  3.3 ml 4.2 ml 1.75 ml 
ddH2O  4.0 ml 3.1 ml 6.85 ml 
10 % APS  60 µl 60 µl 60 µl 
TEMED  30 µl 30 µl 30 µl 
Total Volume  10 ml 10 ml 10 ml 
 
5.4.5 Western Blotting 
After  electrophoresis  of  proteins  the  gel  was  prepared  for  transfer/“blotting”  onto  a 
membrane. Using the same SDS charged principle as in SDS‐PAGE proteins were transferred 
onto  a  nitrocellulose membrane  (Roth,  Karlsruhe,  DE)  using  current  in  tank‐blot‐transfer 





A‐  A  Western  blot  is  assembled  as 
illustrated. Negatively loaded proteins are 
drawn  to  the anode after  the application 
of  voltage  across  the  chamber. 
B‐  Sequential  binding  of  the  primary 
followed  by  HRP‐labeled  secondary 
antibodies allows identification of specific 
epitopes  exposed  on  the  membrane. 
Through  HRP  activity water  and  reactive 
oxygen  are  released  from  hydrogen 
peroxide.  Light  is  then  released  through 




To  prevent  non‐specific  binding  of  antibodies,  the membrane  is  “blocked”  using  a  high 
concentration  of  proteins  in  solution  washed  over  the  surface  in  the  form  of  5  % milk 
solution.  Primary  antibodies  recognise  and  bind  specifically  to  epitopes  exposed  on  the 
membrane.  A  secondary  antibody  against  the  constant  chain  (Fc‐region)  of  the  primary 
antibody  is then used. The secondary antibody  is coupled to a substance that will allow  its 
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detection e.g. HRP. HRP uses H2O2  in  the oxidation of  luminol  to give a chemiluminescent 
signal (fig. 5.6B).  
 
Target  proteins  were  detected  using  the  relevant  antibodies  (5.1.6  table  5.4)  incubated 
overnight at 4 °C in blocking solution consisting of 5 % milk powder dissolved in Tris‐buffered 
saline/0.01 % Tween (TBS/T). After washing for 30 minutes in 3 changes of TBS/T and 1 hour 
in  the  secondary  antibody  (5.1.6  table  5.5)  blots  were  imaged  on  a  LAS4000‐





In  some  cases  it may  be  necessary  to  detect multiple  proteins  on  a membrane.  For  this 
purpose the membrane was stripped of bound antibodies using a mixture of detergent and 
reducing  agent  (appendix  9.1.5)  at  70  °C  for  30 minutes  –  1  hour.  The membrane was 











Enzyme  assays  were  performed  in  duplicates  in  1.5  ml  eppendorf  cups.  β‐
Glucocerebrosidase,  β‐hexosaminidase  and  α‐mannosidase enzyme  activity was measured 
using  10  mM  4‐Nitrophenyl  β‐D‐glucopyranoside,  10  mM  p‐nitrophenyl‐a‐D‐
mannopyranoside  and    10  mM  p‐nitrophenyl‐N‐acetyl‐ß‐D‐glucosaminide,  respectively. 





α‐mannosidase),  600‐1000  µl  glycine  buffer  (0.4 M,  pH  10.4) was  added.  Samples were 





ܣܿݐ݅ݒ݅ݐݕ	 ൤ ܷ݉݃൨ ൌ ቆ
ΔE	 ൈ Vୣ୬ୢ
t	 ൈ 	ε	 ൈ d	 ൈ V୪୷ୱୟ୲ୣቇ ൊ c୪୷ୱୟ୲ୣ 
 
where U  is  the  unit  of  enzyme  activity  µmol/minute,  ΔE  is  the  change  in  absorbance  at 
405 nm, Vend is the final volume in the reaction vessel, Vlysate is the volume of lysate used, d is 













with  100  nM  Conduritol‐B‐Epoxide  (CBE).  Control  samples  were  treated  with  PBS  only. 








All work  associated with  primary  cell  culture  and  cell  lines was  performed  under  sterile 








some  cell  types,  such  as  post‐mitotic  neurons,  are  particularly  sensitive  and  require 




Primary  cortical  and  mesencephalic  neurons  were  prepared  as  described  previously 




with 200 µg/ml  sterile poly‐D‐lysine  (Sigma Aldrich, Steinheim, DE) dissolved  in ddH2O  for 



















followed  by  cervical  dislocation  at  the  neck. All  buffers  used  throughout  the  preparation 
were  maintained  on  ice.  The  uterus,  containing  embryos,  was  surgically  removed  and 

























or  undefined  samples  were  discarded.  Each  brain  was  sagittally  divided  (fig.  5.8A).  The 
olfactory bulb was used as an orientation point. Mesencephalon  (midbrain), diencephalon 
and telencephalon (cortex) (fig. 5.8B) were separated before removal of meninges (fig. 5.8C). 
Brains were cut  into small pieces using  forceps and  transferred with dissection buffer  to a 
50 ml  conical  tube  and  allowed  to  settle  for  1  minute.  The  supernatant  containing 

























the  cell  pellet  and  swirled/tapped  gently  for  30  seconds  before  transferring  to  the  37  °C 
shaking waterbath for 3 minutes. Half the volume of FBS was then added before titurating, 

















































































twice with  sterile PBS. Proteins  responsible  for  the adherence of cells and  their metabolic 
cofactors were cleaved/chelated using a solution of trypsin/EDTA solution. The mixture was 
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HeLa,  MEFs  or  SHSY‐5Y  cells  (5.1.1)  were  transfected  with  Turbofect  (Fermentas,  St. 
Leon‐Rot, DE) for transient and stable transfection of cells according to the manufacturer’s 
instructions.  Transiently  transfected  cells  were  harvested  48  hours  later  in  ice‐cold 
PBS/complete. The pcDNA3.1 hygro+ vector (5.1.3) was used for stable transfection of LIMP‐
2 MEF  cells.  Two days  after  transfection,  100 ug/ml hygromycin  (PAA, Pasching, AU) was 
added to the media. Every second day the concentration was raised by 100 ug/ml until all 
cells  in  the  control  (non‐transfected)  plate  were  dead  or  a  maximum  of  500  ug/ml 
hygromycin was reached. Cells were maintained thereafter at the maximum concentration. 





Due  to  the  potential  of  cell  lines  to  undergo  genetic  drift  in  continuous  culture  and  the 
necessity  to maintain  a  bacteria  free  sample  of  stably  transfected  cells  of  a  low  passage 
number, cells may be cryopreserved in liquid nitrogen. Adherent cells are trypsinised (5.6.2) 







Typ  1605,  Hettich,  Tuttlingen,  DE).  The  supernatant  was  discarded  and  the  pellet 
resuspended in 1 ml complete media and cooled for 10 minutes on ice. Subsequently 1 ml of 
ice cold  freezing media  (20 % dimethylsulfoxide +  complete media) was added  to  the  cell 
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suspension which was mixed gently and quickly divided  into aliquots  in  cryotubes. Frozen 
tubes were then stored at ‐80 °C overnight before long‐term storage in liquid nitrogen. 
 
To  thaw  out  samples,  frozen  ampules were  removed  from  the  liquid  nitrogen  tank  and 
opened  briefly  under  the  sterile  hood.  The  cryotube was  closed  and  thawed  shortly  in  a 
37 °C water  bath  until  only  a  small  amount  of  frozen  cells  remains  in  the  tube.  The  cell 
suspension was quickly transferred to 5 ml of complete media and centrifuged at 200 g for 
5 minutes.  The  pellet was  resuspended  in  fresh  complete media  and  seeded  on  a  10  cm 




Cells were harvested on  ice  in PBS  in a cocktail of protease  inhibitors  (CompleteTM, Roche, 
Basel, CH). Cells were washed twice with PBS and scraped using a policeman’s rubber with 




The  synthesis  of  glycosphingolipids  may  be  inhibited  within  the  cell  using 
N‐butyldeoxynojirimycin  (miglustat) an  inhibitor of glucosylceramide  synthase  (Platt et al., 






In  order  to  assess  the  expression  and  localisation  of  certain  proteins  within  the  cell 
antibodies directed against  specific  cellular compartments or  cell  types may be utilized. A 
similar  indirect  system  to  that  used  for  immunohistology  is  employed  (section  5.3.5.6 
fig. 5.2B).  For  immunofluorescence, mixed  glia, mixed  neuronal  cultures,  Bodipy®493/503 
treated  cells were  quickly washed  once with  PBS  before  fixation  for  20 minutes  in  4 % 
PFA/PBS  solution  at  room  temperature  and  permeabilisation  for  5  minutes  in  0.2  % 
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saponin/PBS  (washing  solution).  This  was  followed  by masking  of  aldehyde  groups  with 
0.12 % glycine washing buffer for 10 minutes. Cells were then blocked with 10 % FCS in 0.2 % 




for 1 hour at  room  temperature.   Finally, coverslips were again dipped  initially  in washing 































samples  or  treated  and  untreated  samples  p‐values  were  determined  via  a  two‐tailed, 
unpaired Student  t  test using Microsoft Excel software.  In order  to determine a significant 
difference  between  more  than  two  groups  a  one‐way  ANalysis  Of  VAriance  (ANOVA) 
followed  by  Student‐Newman‐Keul’s  multiple  comparison  test  were  calculated  using 



























Deafness,  ataxia,  slight  hyperactivity  but  no  cognitive  decline  have  been  reported  in 






was  reported  for  the C57BL/6J  strain  from Harlan  (Specht  and  Schoepfer,  2001)  used  for 
backcrossing  in previous  reports of phenotypes  in  LIMP‐2‐deficient mice.  Therefore, mice 
were backcrossed  into  the wild‐type C56BL/6N strain  from Charles River. All animals were 





LIMP‐2 deficient mice were significantly smaller  than  their wild‐type  littermates  (fig. 6.1A) 
and failed to thrive beyond 4 months of age (fig. 6.1B). Furthermore, when suspended from 
the  tail  for approximately 30  seconds over a  flat  surface wild‐type mice display a  splayed 
appearance  (fig.  6.1C  left  panel).  In  contrast,  LIMP‐2  deficiency  led  to  hind‐limb  clasping 


















mice  myoclonic  jerking  (data  not  shown)  and  tremor  where  observed  at  rest,  which 

















HLC  3‐5  WT  0  6  Ataxia  3‐5  WT  0  6 
7  WT  0   6  7  WT  0  6 
10  WT  0  10  10  WT  0  10 
3‐5  LIMP‐2‐/‐  33  9  3‐5  LIMP‐2‐/‐  56  9 
7  LIMP‐2‐/‐  44  8  7  LIMP‐2‐/‐  67  8 
   10  LIMP‐2‐/‐  41  17     10  LIMP‐2‐/‐  65  17 
Kyphosis  3‐5  WT  0  6  Tremor  3‐5  WT  0  6 
7  WT  0  6  7  WT  0  6 
10  WT  0  10  10  WT  0  10 
3‐5  LIMP‐2‐/‐  38  9  3‐5  LIMP‐2‐/‐  0  9 
7  LIMP‐2‐/‐  67  8  7  LIMP‐2‐/‐  56  8 








Glial cells often become  reactive  in  response  to CNS  insult  (Kreutzberg, 1996; O'Callaghan 
and Jensen, 1992). Extensive astrogliosis (fig. 6.2B) and microgliosis (fig. 6.2D) was observed 
in  LIMP‐2‐deficient  brain  using  immunohistochemisty  of  free‐floating  sections  (methods 
5.3.5.6) from 6‐month‐old LIMP‐2 knockout brains using Glial Fibrillary Acid Protein (GFAP) 
and  the  activated  macrophage  specific  antibody  Cluster  of  Differentiation  68  (CD68)  as 
markers  for  astrogliosis  and  microgliosis,  respectively  (Holness  and  Simmons,  1993). 
Reactive astrogliosis may be identified through an increase in GFAP positive glial cells as well 



















as  Parkinson´s  disease  changes  in  lysosomal  protein  expression  is  often  observed 
(reviews:(Butler et al., 2006; Parente et al., 2012). In fact,  immunohistochemical analysis of 
the  CNS  of  LIMP‐2‐deficient mice  revealed  a marked  increase  in  cathepsin  D  expression 
(fig. 6.3A)  but  no  change  in  its maturation  in  the  lysosome  (fig.  6.3B).  Elevated  levels  of 
cathepsin D were mainly in microglial cells as indicated by colocalisation with the microglial 
marker CD68 in immunohistological sections from LIMP‐2‐deficient mice (fig. 6.3C). Similarly, 






Increased  expression  of  all  three  lysosomal  proteins  was  particularly  noticeable  in 
myelinated regions including the corpus callosum, white matter tracts of the cerebellum and 
the anterior commissure (data not shown)  in LIMP‐2‐deficient brain which can probably be 
attributed  to  increased  numbers  of  activated  microglial  cells.  In  fact,  using  double 
immunofluorescence  of  histological  sections,  elevated  expression  of  LAMP‐1  and  LAMP‐2 





Figure  6.2  Gliosis  in  LIMP‐2‐deficient  brain. Representative  immunohistochemically  stained  sections  of 
6‐month‐old wild‐type (WT) and LIMP‐2 knockout (LIMP‐2‐/‐) littermates (n= 3 per genotype). A/B‐ Astrogliosis 
(GFAP)  and C/D‐ microgliosis  (CD68) was observed  in  the brains of  LIMP‐2‐/‐ mice but not  in WT  littermate 
controls. (Scale bar = 2 mm; CC, corpus callosum; WM, white matter; AC, anterior commissure; Fx, fornix; MB, 
midbrain; SN, substantia nigra; P, pons; M, medulla). A’/B’‐ Higher magnification image of CA3 region stained 
for  GFAP  showing  significant  morphological  changes  in  astrocytes  (scale  bar  =  50  µm).  C’/D’‐  Higher 









whole brain  lysates show an  increase  in detectable cathepsin D but no change  in  its maturation  in LIMP‐2‐/‐ 
samples (p, pro‐form; i, immature form; m, mature form). C‐ Double immunofluorescence labelling of sections 
from LIMP‐2‐deficient mice with cathepsin D (green) and the microglial marker CD68. Colocalisation (arrows) 
indicates  that  cathepsin D  levels  are mainly  elevated  in microglia.  (Image  is  from  the white matter  of  the 







Figure  6.4  Upregulation  of  lysosomal  membrane  proteins  in  LIMP‐2‐deficient  brain.  Representative 
immunohistological  sections  of  6‐month‐old  wild‐type  (WT)  and  LIMP‐2  knockout  (LIMP‐2‐/‐)  littermates. 
(Arrows  indicate white matter regions; CC, corpus callosum; WM, white matter of the cerebellum; n = 3 per 
genotype; scale bar = 500 µm). A‐  Immunostaining for LAMP‐1 revealed  increased protein particularly  in the 
corpus  callosum  and white matter  tracts  of  LIMP‐2‐/‐  brain.  B‐  Similarly,  increased  LAMP‐2  expression was 
evident  in LIMP‐2‐/‐ brain. C‐ Western blot analysis of whole brain  lysates shows a slight  increase  in LAMP‐1 





regions  of  the  brain  and  previous  reports  of  peripheral  nerve  demyelination  in 
LIMP‐2‐deficient mice (Gamp et al., 2003) the presence of  irregularities  in CNS myelination 
was  assessed.  Immunohistochemistry,  using  myelin  basic  protein  (MBP),  revealed  no 
differences in myelination between wild‐type and knockout brains (fig. 6.5A‐D). Furthermore 
luxol fast blue (methods 5.3.5.2), a dye attracted to myelin’s high  lipid content, showed no 





Figure  6.5  No  difference  in  CNS myelination when  LIMP‐2  is  absent. A  to  H‐ Representative  histological 
sections of 6‐month‐old wild‐type (WT) and LIMP‐2 knockout (LIMP‐2‐/‐)  littermates (n ≥ 2 per genotype; CC, 
corpus callosum; scale bars A‐D = 500 µm, E‐H = 100 µm). A/B‐  Immunohistological staining of  free  floating 
sections using the myelin marker MBP reveals no discernable differences in myelination of the corpus callosum 
or C/D‐ the white matter of the cerebellum in LIMP‐2‐/‐ mice. E/F‐ Similarly, no deficiencies in myelination were 




The  overall  effect  of  astrogliosis  and  microgliosis  on  the  general  morphology  of 
LIMP‐2‐deficient brain was assessed using hematoxylin and eosin (H&E) staining of paraffin 





Figure  6.6  H&E  staining  reveals  cellular  shrinkage  and  eosinophilic  spheroids  in  LIMP‐2‐deficient  brain.
Representative histological sections of 6‐month‐old wild‐type (WT) and LIMP‐2 knockout (LIMP‐2‐/‐) littermates. 
A/B‐  Cellular  shrinkage  (double  arrows)  is  observed  within  the  substantia  nigra  and  C/D‐  the  cortex. 







The  presence  of  astrogliosis  and  neuroinflammation  throughout  several  regions  of 
LIMP‐2‐deficient  brain  and  morphological  disparities  within  the  CNS  necessitated  the 
evaluation  of  abnormalities  in  neuronal  populations, which may  coincide with  gliosis  and 
cellular  injury.  Thus,  to  assess  whether  neuronal  loss  occurs  in  LIMP‐2‐deficient  brain, 
immunostaining  using  the  neuronal  marker  NeuN  (Neuronal  Nuclei  transcription  factor) 




of  the  lateral  ventricle  in  LIMP‐2  knockout brains  (fig. 6.7E/F). However, quantification of 
striatal  area  in  10‐month‐old  wild‐type  and  LIMP‐2  knockout  littermates  revealed  no 
significant differences (data not shown). 
 
Interestingly,  a  loss  of  approximately  25  %  in  NeuN  positive  neurons  within  the 
Cornu Ammonis  2  (CA2)  and  CA3  accompanied  by  a  decrease  in  neurons within  the  CA4 
region  of  the  hippocampus  was  evident  (fig.  6.8A/B).  Similarly,  a  dye  used  to  identify 
neuronal  populations  via  staining  of  the  Nissl  bodies within  the  soma with  cresyl  violet 
(methods 5.3.5.1) revealed a clear reduction in pyramidal neurons within the CA2, CA3 and 













Figure  6.8  NeuN  and  Nissl  staining  of  murine  brain  highlighting  degeneration  of  neurons  within  the 
hippocampus. A/B‐ Representative histological  sections of  6‐month‐old wild‐type  (WT)  and  LIMP‐2  knockout 
(LIMP‐2‐/‐)  littermates. Reduced density of neurons  is observed  in  the Cornu Ammonis 2  (CA2), CA3  and CA4 
regions of the hippocampus.  A’/B’‐ Digitally zoomed image of the CA3 region of hippocampus. Arrows point to 





Loss  of  neurons  as  well  as  the  presence  of  eosinophilic  spheroids  and  marked  gliosis 
throughout the CNS may be a result of cellular death. Therefore, Terminal deoxynucleotidy 
transferase (deoxyuridine triphosphate) dUTP Nick End Labelling (TUNEL) staining (methods 
5.3.5.7) was used  to detect  the presence of apoptotic cells within brain  tissue. TUNEL  is a 
method used to detect DNA degradation  in apoptotic cells. This assay exploits the fact that 





cerebellum,  substantia  nigra,  and  pons,  of  6‐month‐old  LIMP‐2‐deficient  brain 
(fig. 6.9B, D and H). Apoptosis was also apparent  in older mice which was particularly acute 
in the cerebellum (fig. 10B/H and table 6.2). No clear increase in the prevalence of apoptosis 
in  the  cerebellum or  substantia nigra was observed  in older mice  (fig. 6.10). Whereas no 
apoptosis was observed  in the midbrain of 6‐month‐old mice (fig. 6.9F), a clear  increase  in 
apoptotic  cells  was  detected  in  older  mice  (fig.  6.10F).  Additionally,  the  occurrence  of 






Table  6.2 Quantification  of  apoptosis  in  LIMP‐2‐deficient mice.  Incidence  of  apoptotic  cells  per  region  in 

















Figure  6.10  Apoptosis  is  observed  in  brains  of 10‐month‐old  LIMP‐2‐deficient  mice.  A‐  Representative 






Neuropathological  symptoms  observed  in  LIMP‐2  knockout  mice  raised  the  question 
whether  distribution  of  LIMP‐2  in  different  brain  areas  correlates  with  severity  of 
neuroinflammation  and  neuronal  damage.  LIMP‐2  is  known  to  be  expressed  in  murine 





Immunohistological  staining  of  murine  brain  using  an  antibody  directed  against  LIMP‐2 
showed ubiquitous expression with enrichment  in  the 4th  layer of  the cerebral cortex and 
within  the CA2 and CA3  regions of  the hippocampus  (fig. 6.11A/A’). Enrichment of LIMP‐2 
expression was also observed  in  the Purkinje cell  layer of  the cerebellum  (fig. 6.11B/B’). A 
similar  distribution  of  LIMP‐2  was  seen  in  human  cerebellum  (fig.  6.11C).  LIMP‐2  also 
appeared  to  be  expressed  in  cells  within  the  pars  compacta  and  pars  reticulata  of  the 




Figure 6.11 Expression profile of LIMP‐2 in brain. A to D‐ Immunohistochemistry of murine brain (A, B, D) and 
human cerebellum (C) using an antibody directed against LIMP‐2. No staining was observed in LIMP‐2 knockout 
(LIMP‐2‐/‐) samples (inset). (Murine sections are from 6‐month‐old mice; n = 3 per genotype; C‐ scale bar = 50 
µm: A, B, D‐  scale bar  = 200 µm). A‐  Enriched  LIMP‐2  expression was observed within  the 4th  cortical  layer 
(arrows) and the Cornu Ammonis 2 (CA2) and CA3 regions (Cx, cortex; DG, dentate gyrus). A’‐ Digitally zoomed 
image outlined in A. B‐ Enriched expression of LIMP‐2 was seen within the Purkinje cell layer of the cerebellum 
(WM, white matter; M, molecular cell  layer; G, granular cell  layer; P, Purkinje cell  layer). B’, digitally zoomed 
image of area outlined in B. C‐ High expression of LIMP‐2 was observed within the Purkinje cell layer of human 
cerebellum.  D‐  LIMP‐2  appears  to  be  expressed  within  the  substantia  nigra  (Pc,  pars  compacta;  Pr,  pars 
reticulata). E‐ Western blot analysis of  lysates from regions of murine brain. (Total, total brain; MB, midbrain; 
OB, olfactory bulb; CC, corpus  callosum; Cx,  cortex; Cblm,  cerebellum; Med, medulla; Rest,  remaining brain). 




revealed  ubiquitous  expression  in  wild‐type  brain  whereas  no  signal  was  detected  in 
LIMP‐2‐deficient  sections  (fig.  6.12  and  fig.  6.13).  Furthermore,  LIMP‐2  is  expressed  in 
astrocytes as indicated by co‐staining with the astrocyte marker Glial Fibrillary Acidic Protein 
(GFAP)  (fig.  6.12A/C/E  and  fig.  6.13A).  Additionally,  in  agreement with  neuropathological 
observations  obtained  via  immunohistochemistry  (results  6.2.1),  a  significant  increase  in 
astrocytes  could  be  observed  in  LIMP‐2‐deficient  brains  (fig.  6.12B/D/F  and  fig.  6.13B/D). 
Enriched  LIMP‐2  expression  was  again  observed  within  the  Purkinje  cell  layer  of  the 





showing  ubiquitous  LIMP‐2  (red)  expression  in  different  brain  regions  from  wild‐type  (WT)  and  LIMP‐2 
knockout  (LIMP‐2‐/‐)  littermates. No  LIMP‐2  signal was  detected  in  LIMP‐2‐/‐  tissue.  LIMP‐2  expression was 
detected in GFAP (green) positive astrocytes. Additionally, an increased number of GFAP positive astrolial cells 




Figure  6.13  Expression  profile  of  LIMP‐2  in  neurons  and  astrocytes. Representative  histological  sections 
showing  ubiquitous  LIMP‐2  (red)  expression  in  brain  section  from  LIMP‐2  knockout  (LIMP‐2‐/‐)  and  their 
wild‐type  (WT)  littermates. No  LIMP‐2  signal was  detected  in  LIMP‐2‐/‐  tissue. A/B‐  LIMP‐2  expression was 
detected  in GFAP  (green) positive astrocytes. C/D‐ Enriched expression of LIMP‐2  is observed  in the Purkinje 
cell  layer of the cerebellum. E/F‐ LIMP‐2 expression was  increased  in cells found between Purkinje cell soma 
indicated by  calbindin  staining  (green)  (inset  shows digitally  zoomed  image of area within dotted  line; WM, 
white matter; G, granular  cell  layer; P, Purkinje  cell  layer; M, molecular  cell  layer;  scale bar = 50 µm;  inset, 
digitally zoomed image of area outlined with dotted line; nuclei stained with DAPI blue). 
 
LIMP‐2  appears  to  be  ubiquitously  expressed  in  astrocytes  as  well  as  other  cell  types 
throughout  the  CNS.  Neuropathological  indications  were  particularly  severe  within 
myelinated  regions  of  the  CNS.  However,  astrogliosis,  neuroinflammation  or  increased 




LIMP‐2  appears  to be ubiquitously  expressed  throughout  the  central nervous  system  and 
double  immunofluorescence  of  LIMP‐2 with GFAP  has  shown  that  LIMP‐2  is  expressed  in 
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the soma and dendrites of neurons, and  the neuronal marker NeuN were used  to  identify 
neurons  in  culture.  Costaining  of  LIMP‐2 with  neuronal markers was  carried  out  on  pure 
primary  cultures,  fixed  after  14 days  in  vitro  (DIV). Neuronal  LIMP‐2  expression, with  the 




Figure  6.14  LIMP‐2  is  expressed  in  neurons. A/B‐ Representative  histological  sections  showing  ubiquitous 
LIMP‐2  (red)  expression  in  neurons  identified  using  the  neuronal  marker  NeuN  (green)  from  the 
Cornu Ammonis 3  (CA3) region  if the hippocampus   and  the cortex of wild‐type mice. C/D‐ No LIMP‐2 signal 





Figure  6.15  Expression  of  LIMP‐2  in  different  cell  types  of  the  murine  central  nervous  system.
A/A’‐  Immunfluorescence of pure primary neuronal cultures  shows LIMP‐2  (red) positive vesicles clustered 
around  the  soma of neurons  (NeuN/MAP‐2  (green) are neuronal markers; arrows  indicate  LIMP‐2 positive 




In  mixed  glial  cultures,  the  presence  of  astrocytes  and  microglial  cells  in  culture  was 
validated  via  immunofluorescence.  In  agreement  with  immunological  staining  using  the 
astrocyte marker GFAP, vesicular expression of LIMP‐2 could be detected  in astrocytes (fig. 
6.15B). Strikingly, no LIMP‐2 could be detected  in activated microglial cells  identified using 
the  cellular marker CD68  (fig.  6.16  upper  panel). Whereas  clear  vesicular  LIMP‐2 may  be 







Figure 6.16 LIMP‐2  is undetectable  in activated microglial cells. Immunofluorescence of primary mixed glial 
cultures  from  wild‐type  and  LIMP‐2‐deficient  (LIMP‐2‐/‐)  animals.  Using  the  cellular  marker  CD68  (green), 
microglial  cells were  identified  in  a mixed  glial  culture  containing  astrocytes  and microglial  cells. Whereas 




The absence of LIMP‐2  in  fibroblasts  is known to  lead to mistrafficking of β‐GC. Therefore, 
the next step was to assess whether mistrafficking of the enzyme occurs in neuronal tissue. 
Firstly, changes  in transcription of β‐GC was assessed using relative quantitative RT‐PCR of 
cDNA  derived  from mRNA  of  brain material  from wild‐type  and  LIMP‐2  knockout  brains 
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(methods  5.3.8). Whereas  transcription  levels  remain  unchanged  (fig.  6.17A),  a  dramatic 
reduction in β‐GC protein was detected in murine brain deficient in LIMP‐2 (fig. 6.17B/C) and 
mouse  embryonic  fibroblasts  (MEFs)  as  previously  reported  (Reczek  et  al.,  2007).  A 
significant  decrease  in  β‐GC  enzymatic  levels was  observed  in  lysates  from midbrains  of 
LIMP‐2‐deficient mice which was  reduced even  further  in  the pons. However, due  to  the 
discrepancy between Western blot analysis and β‐GC enzyme activity assays an alternative 
assay was used  in order  to discriminate between  lysosomal  β‐GC hydrolytic activity and a 
related  enzyme,  β‐Glucosidase  2  (GBA2).  GBA2  is  responsible  for metabolism  of  GluCer 




not cross  react with GBA2  (Boot et al., 2007). Therefore,  loss of activity due  to  treatment 
with CBE  is solely due  to activity of β‐GC. After  incubation with  the  inhibitor,  lysates were 
subjected to an enzyme activity assay as before. Strikingly, in agreement with reduced levels 
of  β‐GC  detected  via  Western  blot,  only  32  %  of  wild‐type  activity  was  measured  in 
LIMP‐2‐deficient  lysates  (fig. 6.17E). Additionally, an  increase  in other  lysosomal hydrolase 
activity was observed  in the midbrain of LIMP‐2‐deficient mice but this was not significant. 




in Western blots  from both primary glial  cultures  (which  include mostly astrocytes with a 
minor number of microglial cells) (fig. 6.18A/C) and primary neuronal cultures (fig. 6.18B/C) 
where  LIMP‐2  is  not  expressed.  Moreover,  vesicular  staining  of  β‐GC  was  observed  in 
wild‐type neurons but was absent in LIMP‐2‐deficient cultures (fig. 6.18D). Loss of LIMP‐2 in 




Figure 6.17  β‐GC mistrafficking  in LIMP‐2‐deficient brain tissue. A‐ Relative quantitative RT‐PCR of LIMP‐2 
and β‐GC cDNA  from whole brains of wild‐type  (+/+) and LIMP‐2‐deficient  (‐/‐)  littermates.  (Relative values 
calculated using  the  ΔΔCt method normalised  to GAPDH  and presented  as mean  values  ±  SEM; n  = 3 per 
genotype; **p < 0.0005; n.s. = not significant, p < 0.05). B‐ Western blot of whole brain  lysates and mouse 
embryonic  fibroblasts  (MEFs)  from wild‐type  (+/+)  and  LIMP‐2‐deficient  (‐/‐)  littermates. When  LIMP‐2  is 
missing,  a  dramatic  reduction  in  detectable  β‐GC  is  observed.  Actin  was  used  as  a  loading  control. 
C‐ Densitometric analysis of brain lysates from wild‐type (+/+) and LIMP‐2‐deficient (‐/‐) littermates from the 
immunoblot  shown  in  B  (values  normalised  to  wild‐type  are  presented  as  mean  ±  SEM;  *p  <  0.05). 
D‐  Enzymatic  actvity  of  β‐GC  (including  GBA2  activity),  β‐hexosaminidase  (β‐Hex)  and  α‐mannosidase 
(α‐Mann) in midbrain and pons from 10‐month‐old mice. In midbrain samples a significant reduction in β‐GC 
















from  immunoblots  in  A/B.  A  reduction  of  10‐20 %  in  β‐GC  levels were  observed  in  lysates  from  LIMP‐2‐
deficient  neuronal  and  glial  cultures.  (Values  normalised  to  wild‐type  presented  as  mean  ±  SEM).  D‐ 
Immunofluorescence of primary neurons derived  from WT and  LIMP‐2‐/‐ mice  fixed at 14 DIV.  Intracellular 








the  detection  of  GluCer  is  available.  Therefore,  a  general  lipid  stain,  Bodipy®493/503, 
previously  used  to  assess  GluCer  accumulation  (Mazzulli  et  al.,  2011) was  used  to  stain 
primary neurons  (methods 5.6.7). This non‐specific  lipid stain  is attracted  to  the  fatty acid 
component  of GluCer  and  thus may  be  used  to  indirectly  assess  its  accumulation. When 
compared  to  primary  neurons  derived  from  wild‐type  littermates,  neuronal  cells  from 
embryos  deficient  in  LIMP‐2  show  a  clear  increase  in  intracellular  vesicular  lipid  staining 
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(fig. 6.19A/B). Similarly, accumulation of droplets within the soma of MAP‐2 positive neurons 
in a mixed  culture  (containing neurons, astrocytes and microglial  cells) was observed  (fig. 
6.19C single arrows). Additionally, lipid accumulation was observed in other unidentified cell 





Figure 6.19 Lipid accumulation  in LIMP‐2‐deficient primary neurons. A‐ Bodipy®493/503 staining  (green) of 
neurons  grown  in pure primary neuronal  cultures derived  from  LIMP‐2  knockout  (LIMP‐2‐/‐)  and wild‐type 
(WT)  littermate  embryos.  (Nuclei  are  stained  blue  with  DAPI;  scale  bar  =  10  µm).  B‐  Densitometric 
quantification of Bodipy®493/503 signal normalised to DAPI  intensity  in LIMP‐2 knockout (‐/‐) and wild‐type 











(PAS)  stain  may  be  used  to  detect  the  presence  of  pathological  accumulation  of 
carbohydrate‐conjugates  thereby  potentially  detecting  the  glucose  component  of GluCer. 
Interestingly,  PAS  positive  accumulation  was  found  throughout  the  CNS  of  6‐month‐old 
LIMP‐2‐deficient mice but was completely absent from their wild‐type littermates (fig. 6.20). 





positive  accumulation  relative  to other  areas  also observed  to have pathological deposits 
such as the substantia nigra, pons, other parts of the cerebellum and the cortex (fig. 6.20A‐D 
and  I/J).  Additionally,  PAS  positive  accumulation  was  observed  within  the midbrain  and 





Accumulation  of  PAS  positive  deposits  throughout  LIMP‐2‐deficient  brain  and  increased 
levels of Bodipy®493/503 positive lipid droplet within neurons coupled with the presence of 
partial paralysis of the hind‐limbs of 10‐month‐old mice prompted further investigation into 
potential  anomalies  present  in  the  spinal  cord  of  knockout mice.  Electron microscopy  of 
semi‐thin  sections  from  the  ventral  horn  of  lumbar  spinal  cord  revealed  the  presence  of 









presence  of  PAS  positive  substance  indicates  the  existence  of  accumulated  carbohydrate‐conjugates 
throughout the CNS of 6‐month‐old LIMP‐2‐deficient (LIMP‐2‐/‐) mice. No accumulation was detected in wild‐
type  (WT)  littermates. Paraffin sections were stained using the PAS method (Periodic acid‐Schiff stain, dark 




Figure 6.21 Degeneration of motor neurons and presence of  inclusions within  the  spinal  cord of  LIMP‐2‐
deficient mice.  (Electron micrographs of spinal cord sections from the  lumbar region of A‐ wild‐type and B‐ 
LIMP‐2‐deficient mice; in collaboration with M. Schweizer, Centre for Molecular Neurobiology, Hamburg). A‐ 
Motor  neurons  of wild‐type mice  show  no  inclusions  and  normal morphology  (arrows).  B‐  Several motor 
neurons  in  LIMP‐2‐deficient mice  indicate  signs of degeneration highlighted by  their  shrunken appearance 
and dark cytoplasm  (red arrows). B(i) The presence of dark electron dense  inclusions was observed  in both 
degenerating  (red  arrows)  and  otherwise  morphologically  normal  neurons  (black  arrows).  Higher 
magnification of a B(ii) non‐degenerating and B(iii) degenerating neuron reveals the storage of electron dense 







and  reduced activity of  the enzyme as well as a potential accumulation of  its  substrate  in 
LIMP‐2‐deficient mice, prompted  investigation of pathological accumulation of α‐synuclein 
within  the CNS.  Immunohistological  investigation  revealed  accumulation  of  α‐synuclein  in 
brains lacking LIMP‐2 which was particularly acute in the pars compacta but also observed in 
the  pars  reticulata  of  the  substantia  nigra  and  even  more  pronounced  in  the  pons 
(fig. 6.22B/D).  Furthermore,  accumulation  was  detected  in  the midbrain  (fig.  6.22F)  and 
corpus  callosum  (data  not  shown)  as  well  as  the  granular  cell  layer  of  the  cerebellum 
(fig. 6.22H) in LIMP‐2‐deficient mice. 
 
Moreover,  in  pure  primary  cortical  neurons,  cultured  from  LIMP‐2‐deficient  embryos,  a 
notable accumulation of vesicular α‐synuclein is evident already after only 7 DIV (fig. 6.23B) 
which persisted until the oldest cultures were harvested at 21 DIV (fig. 6.24B). Accumulated 
α‐synuclein  was  particularly  concentrated  in  the  soma  and  proximal  neurites  of 
LIMP‐2‐deficient  primary  neurons  (fig.  6.23B/D).  Similar  accumulation  was  observed  in 







Figure  6.22  Accumulation  of  α‐synuclein  in  several  regions  of  murine  brain  deficient  in  LIMP‐2.
Representative  free‐floating  histological  sections  of  6‐month‐old  LIMP‐2‐deficient  (LIMP‐2‐/‐)  and wild‐type 
(WT) mice stained for α‐synuclein. A/B‐ Pathological aggregation of α‐synuclein is observable within the pars 
compacta  (Pc)  and  pars  reticulata  (Pr)  in  the  substantia  nigra  of  LIMP‐2‐/‐  mice.  C/D‐  Accumulation  of 
α‐synuclein is evident within the pons as well as E/F‐ the midbrain of LIMP‐2‐/‐ mice. G/H‐ Accumulation of α‐
synuclein, while reduced  in severity relative to other areas of the CNS, was also evident within the granular 















(green) and  LIMP‐2  (red)  vesicular  staining. A/B‐ After 21 DIV  significant neurite degeneration  in  surviving 
neurons as well as persistent somatal α‐synuclein accumulation could be observed in pure neuronal cultures 
from LIMP‐2‐/‐ mice. C/D‐ Similarly, after 24 DIV aggregated α‐synuclein was also evident  in LIMP‐2‐/‐ mixed 
neuronal/glial  cultures.  E/F‐ Dopaminergic neurons  from mixed mesencephalic  cultures were  identified by 
immunofluorescence staining with tyrosine hydroxylase (red). Some punctated staining of α‐synuclein (green) 





To examine  the biochemical nature of  the accumulated  α‐synuclein visualised  in  sections, 
sequential  extraction  of  proteins  using  a  triton‐X  100  buffer  for  the  extraction  of  soluble 
proteins and an SDS buffer for insoluble aggregates (methods 5.4.2) was employed. Using an 
antibody  directed  against  wild‐type  α‐synuclein  LIMP‐2‐deficient  mice  show  a  tendency 
towards  a  decrease  in  soluble  monomeric  α‐synuclein  in  the  midbrain  (fig.  6.25A/B). 
Furthermore,  approximately  50  %  of  LIMP‐2‐deficient  mice  showed  an  accumulation  of 
soluble  oligomeric  α‐synuclein  (fig.  6.25A,  soluble  fraction  and  6.25B). No  aggregation  of 
insoluble α‐synuclein was detected  in LIMP‐2‐deficient mice  (fig. 6.25A,  insoluble  fraction). 
Similar  results  were  observed  for  lysates  prepared  from  the  pons  from  wild‐type  and 
LIMP‐2‐deficient mice  (data  not  shown).  A  tendency  towards  a  decrease  in monomeric 




Figure  6.25  Sequential  biochemical  extraction  reveals  α‐synuclein  accumulation  in  LIMP‐2‐deficient 
midbrain.  A/B‐  A  representative  immunoblot  of  brain  lysates  from wild‐type  (WT)  and  LIMP‐2  knockout 
(LIMP‐2‐/‐) mice,  subjected  to  biochemical  extraction  to  separate  soluble  (S)  and  insoluble  (I)  aggregates. 
Western blot analysis using an antibody directed against α‐synuclein (α‐Syn) revealed a slight reduction in the 
monomeric  form  in  the  triton‐X‐100  fraction  (soluble) of knockout samples, whereas an oligomeric  form of 
α‐synuclein was present  in approximately 50 % of LIMP‐2‐/‐ samples. No changes  in  levels of monomeric or 
higher molecular weight  aggregates were observed  in  insoluble  fractions  (arrows points  to oligomeric  and 
monomeric forms of α‐synuclein; actin was used as a loading control). B‐ Quantification of soluble monomeric 
and oligomeric  α‐synuclein accumulated  in WT and LIMP‐2‐/‐ midbrains. LIMP‐2‐/‐ mice  show a  tendency  to 














catecholamine  biosynthesis,  shrinkage  of  perikarya  within  the  substantia  nigra  pars 
compacta  (fig. 6.26B) as well as a  tendency  towards an overall  reduction  in dopaminergic 
neurons within  the  substantia  nigra  (fig.  6.26C) was  observed  in  LIMP‐2‐deficient murine 
brain.  Interestingly,  staining  of  the  ventral  tegmentum,  a  region  also  innervated  by 
dopaminergic  neurons,  showed  degeneration  of  neurites  extending  from  the  soma  of 
shriveled neurons with condensed soma  in LIMP‐2‐deficient mice (data not shown). Loss of 















Figure  6.26  Shrinkage  and  degeneration  of  dompaminergic  neurons  in  LIMP‐2‐deficient  brain. A/B‐
Representative  histological  sections  stained  with  the  dopaminergic  neuronal  marker  tyrosine  hydroxylase 
showing  the  substantia  nigra  of  10‐month‐old wild‐type  (WT)  and  LIMP‐2  knockout  (LIMP‐2‐/‐)  littermates. 
Arrows point to the somas of dopaminergic neurons within the pars compacta (outlined in black box). Cellular 
shrinkage was only evident  in LIMP‐2‐/‐  sections. A’/B’‐ digitally  zoomed pictures  from  regions outlined with 
black  boxes  (scale  bars:  A/B = 200  µm;  A’/B’  =  50  µm).  C‐  Quantification  of  TH  positive  cells  within  the 
substantia nigra  revealed  a  tendency  towards  a  reduction  in dopaminergic neurons  in  LIMP‐2‐/‐ mice when 
compared to their WT  littermates (values shown are mean ± SEM; n = 3 per genotype, 5 sections per animal 




LIMP‐2  expression.  Representative  images  of  dendrites  from  the  midbrain  of  a  wild‐type  (WT)  and 








and  then  recognised  by  p62  for  degradation  by macroautophagy  (Komatsu  et  al.,  2007; 
Watanabe  et  al.,  2012).  Since  α‐synuclein  is  degraded  both  by  the  lysosome  and  the 
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of  LIMP‐2‐deficient  mice  when  compared  to  their  wild‐type  littermates  (fig. 6.28A/C). 
Soluble  lysates  from  other  regions  of  the  CNS  showed  similar  results  (data  not  shown). 
Additionally, no increase in insoluble high molecular weight tagged proteins was detected in 
LIMP‐2‐deficient pons lysates (fig. 6.28B/C) or in lysates from the midbrain, cerebellum and 
cortex  (data  not  shown). However,  a  significant  increase  in  polyubiquitination  of  a  triton 
insoluble  protein  was  observed  at  approximately  60  kDa  (fig. 28B/C).  A  band  of  similar 
intensity was  observed  in  the  insoluble  fraction  from  Parkinson´s  disease mouse models 
overexpressing mutated human α‐synuclein (A53T) and in another mouse model where wild‐
type murine α‐synuclein (SNCA) is overexpressed (fig. 6.28B, SNCA and A53T). This increase 






al.,  2002;  Yamamoto  and  Simonsen,  2011)  and  not  the  proteasome  it was  necessary  to 
assess if autophagy is affected within the CNS when there is a deficiency of LIMP‐2. In fact, 
within  the  pons  a  significant  increase  in  soluble  p62  was  detected  via Western  blot  of 
approximately 20 %  (fig. 6.30A/B), whereas no  clear differences  in p62 were observed  in 









Figure  6.28  Anomalies  in  polyubiquitin  labelled  proteins  in  LIMP‐2‐deficient  brain.  A/B‐  Representative 
Western blot of lysates from the pons of wild‐type (+/+) and LIMP‐2 knockout (‐/‐) pons seperated into triton 
soluble (soluble) and triton insoluble (insoluble) fractions. Positive controls for α‐synuclein mediated effects 
on polyubiquitination were  lysates  from  the pons of a mouse overexpressing wild‐type murine α‐synuclein 
(SNCA)  and  a  mouse  overexpressing  the  mutated  form  of  α‐synuclein  (A53T)  (blots  were  stained  for 
polyubiquitin, Poly‐Ub. Actin was used as  a loading control. HMW; high molecular weight smear of proteins; 
60, 60 kDa band; 55, 55 kDa band). A‐ No changes were observed  in  the soluble  fraction when comparing 
wild‐type and LIMP‐2‐deficient  lysates. A potential  increase was observed  in  the  lysate of A53T producing 
mice. B‐ No differences were observed in high molecular weight tagged proteins when comparing wild‐type 
and  LIMP‐2  knockout  lysates.  However,  a  marked  increase  of  larger  polyubiquitin  tagged  proteins  was 
noticable in lysates from SNCA and A53T overexpressing mice. Strikingly, a peculiar ubiquitination pattern of 
smaller  proteins  was  noticable  in  LIMP‐2  knockout  lysates  and  in  mutant  (A53T)  α‐synuclein  mice 
(arrow heads).  C‐  Quantification  of  soluble  and  insoluble  polyubiquitinated  proteins  in  the  pons  of 
LIMP‐2‐deficient  (LIMP‐2‐/‐)  and  wild‐type  (WT)  mice.  A  significant  increase  in  an  unidentified 










Figure 6.30 Upregulation of p62 in LIMP‐2‐deficient brains. A‐ Representative Western blot of soluble lysates 











The  absence  of  LIMP‐2  causes  an  array  of  neuropathological  symptoms  in  mice.  In  an 








(months)  Region  GFAP  CD68  TUNEL  PAS  p62  α‐Synuclein 
6  Cerebellum  ++  +++  ++  +++  n.d.   + 
  Hippocampus  +  +  ‐  +  n.d.   ‐ 
  Pons  ++  +++  +  ++  n.d.   ++ 
  Substantia Nigra  ++  ++  +  +  n.d.   + 
  Cortex  +  +  ‐  +  n.d.   ‐ 
  Corpus Callosum  ++  +++  +  ++  n.d.   + 
10  Cerebellum  ++  +++  ++  +++  +   + 
  Hippocampus  +  +  ‐  +  ‐   ‐ 
  Pons  ++  +++  ++  ++  +++   +++ 
  Substantia Nigra  ++  ++  ‐  +  ++   ++ 
  Cortex  +  +  ‐  +  +   ‐ 
  Corpus Callosum  +++  ++++  +  ++  +   ++ 
 
6.12 LIMP‐2 as a therapeutic target for Parkinson´s disease 
Evidence  from  histological  analysis,  immunoblot  analysis  and  primary  neuronal  cultures 
show that loss of LIMP‐2 results in the accumulation of α‐synuclein. Additionally, a reduction 
in  activity of  β‐GC  is  thought  to be  responsible  for  the build‐up of GluCer within  the  cell 
leading to retarded degradation of α‐synuclein (Mazzulli et al., 2011; Sardi et al., 2011). To 













significant  increase  in  β‐GC  enzyme  activity when  compared  to  overexpression  of  LIMP‐2 
alone (fig. 6.31C). 
 
The  ability of overexpression of  LIMP‐2  to  reduce  the  steady‐state  level of  α‐synuclein  in 
HeLa  cells  was  similar  to  results  obtained  from  overexpression  experiments  in  human 
dopaminergic  neuroblastoma  cells  (SHSY‐5Y),  a  frequently  used  cell  culture  model  for 
research on  α‐synuclein metabolism. Overexpression of LIMP‐2  led  to an  increase  in  β‐GC 
activity  in  SHSY‐5Y  cells  (fig.  6.32A/B).  Additionally,  overexpression  of  LIMP‐2  (fig.  6.32C 
lanes  5  and  6)  and  LIMP‐2(DDD)  (fig.  6.31C  lanes  7  and  8)  also  led  to  a  reduction  in  the 
steady‐state levels of coexpressed α‐synuclein. 
 
Likewise,  increasing  amounts  of  transfected  LIMP‐2  cDNA  led  to  a  decrease  in  both  the 
wild‐type  (fig. 6.33A,  lane 2 compared  to  lanes 6, 8, 10, 12) and a pathologically mutated 
form  of  α‐synuclein  (A53T)  (fig.  6.33A,  lane  3  compared  to  lanes  7,  9,  11,  13)  when 
coexpressed  in MEFs. A significant reduction  in steady‐state  levels of wild‐type α‐synuclein 









Figure  6.31  Increased  expression  of  LIMP‐2 modulates  the  activity  and  trafficking  of  β‐GC  resulting  in  a 
reduction in steady‐state levels of α‐synuclein. A‐ Western blot analysis of α‐synuclein (α‐syn) expression after 
coexpression with LIMP‐2 or LIMP‐2(DDD) in HeLa cells. Overexpression of LIMP‐2 but not LIMP‐2 (DDD) led to 
a decrease  in ER  β‐GC. Both  LIMP‐2  and  LIMP‐2(DDD) were  capable of decreasing  the  level of  α‐synuclein. 





**p < 0.01;  *p  <  0.05).  C‐  Activity  assay  for  β‐GC  in HeLa  cells.  A  significant  increase  in  enzyme  activity  is 





Figure  6.32  Overexpression  of  LIMP‐2  increases  the  activity  of β‐GC  and  reduces  the  steady‐state  of 
α‐synuclein  in human SHSY‐5Y cells. A‐ A β‐GC activity assay  indicated a significant  increase  in the activity of 
β‐GC after overexpression of LIMP‐2 (values shown are actual activity units presented as mean ± SEM; n = 2; 
*p < 0.05). B‐ Overexpression of myc tagged LIMP‐2 was detected in lysates from duplicate transfections. Actin 
was used as a  loading control. C‐ Overexpressed α‐synuclein with a HA tag  (α‐syn‐HA)  is reduced when both 
LIMP‐2 and LIMP‐2(DDD) are coexpressed. Each transfection was performed  in duplicate. Actin was used as a 
loading  control  (in  order  to  keep  the  amount  of  transfected  cDNA  constant  reactions  where  α‐synuclein, 
LIMP‐2  or  LIMP‐2(DDD)  should  be  expressed  alone,  an  equal  amount  of  a  plasmid  expressing  eGFP  was 
cotransfected). 
 
An  increase  of  GluCer  concentration  is  thought  to  directly  influence  the  degradation  of 




wild‐type  α‐synuclein  (fig.  6.33A  lane  2)  or  a  construct  carrying  the  A53T  pathogenic 
mutation  (fig.  6.33A  lane  3) were  treated  once  for  48  hours with  the  glucosyltransferase 
synthase inhibitor miglustat. A slight increase in the steady‐state level of both wild‐type and 
mutated α‐synuclein was observed after treatment with miglustat  (fig. 6.33  lanes 4 and 5) 




In  a  similar  experiment,  endogenous  α‐synuclein  levels  within  primary  neurons  from 
wild‐type  and mice  overexpressing murine  α‐synuclein  (α‐syn‐Tg) were measured with  or 
without  treatment  over  a  10  day  period.  Immunofluorescence  showed,  as  expected,  an 
increase  in α‐synuclein  levels  in neurons  from α‐syn‐Tg mice when compared  to wild‐type 











loading  control; Mig, miglustat). B‐ Densitometric analysis of  α‐synuclein  levels  in MEFs after  coexpression 












observed  in primary neurons  from mice overexpressing a  transgene of α‐synuclein  (α‐Syn‐Tg). H‐ However, 





By  increasing  the  delivery  of  β‐GC  to  the  lysosome,  via  overexpression  of  LIMP‐2,  the 










for  changes  in  levels  of  LIMP‐2  using  immunohistochemistry.  LIMP‐2  is  expressed  in 
dopaminergic  neurons  within  the  substantia  nigra  (fig.  6.35A).  However,  while  LIMP‐2 
staining  appears more  condensed within  the midbrain  of  PD  patients when  compared  to 






Representative  immunohistological  staining  from human midbrain/substantia nigra  sections  from a healthy 
person with no history of neurological disorders  (healthy) and patients diagnosed with Parksinson`s disease 
(PD) (n = 7 controls and n = 6 diseased brains; scale bar = 100 µm). A‐ LIMP‐2/ FastRed labelling of substantia 
nigra.  Dopaminergic  neurons  (arrows)  express  LIMP‐2  (red)  in  healthy  and  PD  brain.  Cells  surrounding 
dopaminergic  neurons  also  express  LIMP‐2  (Fast  red  labelling  was  carried  out  in  collaboration  with  H. 
Altmeppen, Institute of Neuropathology, University medical centre Eppendorf, Hamburg, DE9. B‐ LIMP‐2/DAB 
labelling of midbrain. LIMP‐2 positive staining appears to be more concentrated and darker  in PD brain. The 














known  about  its  function  in  the  CNS.  The  data  presented  in  this work  reveal  a  distinct 
relationship  between  the  level  of  LIMP‐2  expression  and  the  clearance  of  α‐synuclein 
intimately connected to the trafficking and hydrolytic activity of β‐GC within the  lysosomes 
of  neurons.  Dysfunction  of  β‐GC  causes  Gaucher  disease  (Brady  et  al.,  1966),  the most 
frequent lysosomal storage disorder that is genetically linked to PD (Westbroek et al., 2011) 
and other synucleinopathies such as Lewy body disease  (Clark et al., 2009; Goker‐Alpan et 









possibility  to  elucidate  critical  functions  of  a  protein within  an  organism.  The  connection 
between  β‐GC  and  LIMP‐2  coupled with  the  distinct  relationship  between  the  enzyme’s 
activity and the development of PD prompted reanalysis of LIMP‐2‐deficient mice for signs of 
a neurological phenotype and more specifically irregularities in α‐synuclein levels. However, 
LIMP‐2 mice were previously backcrossed  into  the C57BL/6J  strain  from Harlan which are 
reported to have a spontaneous deletion of the α‐synuclein gene and thus are incapable of 
showing signs of synucleinopathy (Specht and Schoepfer, 2001).  In this study, the effect of 








severe neurological symptoms attributed  to reduction  in β‐GC activity  (Brady et al., 1966).  




absent,  the  enzyme  itself was  barely measurable.  Additionally,  no  β‐GC was  detected  in 





neurons.  It  remains  uncertain  whether  LIMP‐2  is  expressed  in  resting microglia.  Double 
immunofluorescence  of  LIMP‐2  with  a  general  microglial  marker,  such  as  Ionized 
calcium‐Binding Adapter molecule 1 (Iba1), in histological sections is necessary to clarify this 
point.  Interestingly, previous  studies have  reported  reduced  β‐GC protein  levels  in  lysates 
from  cultured macrophages which was not as pronounced as  in  fibroblasts  (Reczek et al., 
2007).  Such  findings point  to  a  cell  type  specific  transport  route of  β‐GC,  independent of 
LIMP‐2, particularly  in cells of monocytic origin. Since data presented  in this thesis  indicate 
that LIMP‐2‐deficient brains show dramatic microglial activation in histological sections one 
could speculate that the residual β‐GC activity observed in activity assays is due to significant 
microglia activation  in brain observed via  immunohistochemistry. However,  further studies 
on β‐GC trafficking  in  isolated brain cells are needed to clarify the cell type specific role of 
LIMP‐2 within  this  process.  Experiments with  pure microglial  cultures would  help  in  the 
elucidation of other trafficking mechanisms/players employed by β‐GC. Using a fluorescent 
probe  (Inhibody®),  designed  to  detect  active  β‐GC  (Witte  et  al.,  2010),  microglial  cells 
isolated  from  brain  or  from  cultures may  be  assessed  for  their  enzyme  content  via  flow 
cytometry  or  fluorescent microscopy.  A  pull‐down  assay  of  β‐GC with  lysates  from  pure 






mice. A  slight elevation of  LAMP‐1 and a more dramatic  increase  in  levels of  cathepsin D 
observed  in  immunoblots  and  immunohistochemistry  correlates with  previous  studies  in 
neuronopathic Gaucher mouse models (Vitner et al., 2010). The observed elevated levels of 




in  number  of  activated  microglial  cell  in  LIMP‐2‐deficient  brain,  as  double 
immunofluorescence studies of both proteins with cathepsin D showed high  levels of both 
proteins  in  the  same  cell  type  (data not  shown). Cathepsin D  is  thought  to be a protease 
responsible for degradation of α‐synuclein (Cullen et al., 2009; Qiao et al., 2008; Sevlever et 
al., 2008) and LAMP‐2, specifically  isoform LAMP‐2a, plays a major role  in the transport of 
α‐synuclein  into  the  lysosome  (Cuervo  et  al.,  2004).  Interestingly,  oligomeric  forms  of 
α‐synuclein  are  known  to  be  exocytosed  from  neurons  and  taken  up  by microglial  cells 
thereby  activating  them  (Kim  et  al.,  2013).  Furthermore,  activated microglia  have  been 
shown to sequester extracellular toxic α‐synuclein  into their  lysosomes thereby potentially 










increased  in  pons  of  mice  lacking  LIMP‐2  but  only  slightly  elevated  in  the  midbrain. 
Furthermore, total β‐glucosidase activity (β‐GC and GBA2) was significantly  less  in the pons 
when  compared  to  the midbrain  of  LIMP‐2‐deficient mice.  Interestingly,  higher  levels  of 
α‐synuclein accumulation and p62 deposits were observed  in  the pons when compared  to 
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of  LIMP‐2  deficiency.  Finally,  immunofluorescence  of  lysosomal  hydrolases  in  conjunction 




This  study  shows  that mistrafficking of  β‐GC  in LIMP‐2‐deficient murine brain and primary 
neurons  results  in  a  significant  decrease  in  active  enzyme  causing  accumulation  of  PAS 
positive  carbohydrate‐conjugates  and  elevated  levels  of  Bodipy®493/503  stained  lipids  in 
brain  and  primary  neurons,  respectively.  Even  though  Bodipy®493/503  has  been  used  to 
stain  for  accumulated  GlcCer  in  primary  cultured  neurons  (Mazzulli  et  al.,  2011)  further 
detailed  lipid  analysis  should  be  carried  out  in  order  to  identify  the  causative  lipids 
accumulating in LIMP‐2‐deficient brains.  
 
PAS  staining  of  carbohydrate‐conjugates  was  used  to  indirectly  assess  the  presence  of 
GluCer  accumulation  in  the  CNS  of  LIMP‐2‐deficient mice.  Extensive  accumulation  of  PAS 





for  activation  of  microgliosis.  However,  accumulation  of  material  within  microglia  cells 
resulted in a decrease in their number and exacerbated the severity and progression of the 
disease  (Enquist  et  al.,  2007).  Therefore, microglia  cells  probably  engulf  storage material 
exocytosed  from  cells  and  in  some  cases  dead  cells  that  have  potentially  accumulated 
GluCer. Interestingly, previous studies have outlined the ability of both wild‐type and LIMP‐2 
knockout fibroblasts and macrophages to engulf extracellular β‐GC, thereby restoring a small 
percentage of enzyme  to  the  lysosome  (Reczek et al., 2007). Therefore,  in addition  to  the 
possible LIMP‐2‐independent trafficking of β‐GC to the  lysosome, activated microglial cells, 
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that  are phagocytic  in nature  (review:(Banati et  al., 1993), may  take up  secreted enyzme 
from  the  parenchymal  space.  Furthermore,  similar  to microglial  cells  engineered  to  have 















Whereas  PAS  is  used  for  the  identification  of  glycosphingolipid  storage material  in  other 








Finally, glucosylsphingosine  (GluSph)  is a neurotoxic metabolic product of GluCer  (Schueler 
et  al.,  2003).  In  fact, GluSph  is  a  second  substrate  for  β‐GC,  although  it  is  less  efficiently 
cleaved than GluCer (Pentchev et al., 1973). Whereas not all Gaucher mice exhobot elevated 
levels of GluCer within the CNS (Enquist et al., 2007; Sun et al., 2010a), GluSph  levels have 











LIMP‐2‐deficient mice  exhibit  partial  hind‐limb  paralysis  towards  the  last weeks  of  their 
shortened life (10 months) and advancing kyphosis which can be attributed to degeneration 
of motor  neurons within  the  spinal  cord.  This  is  similar  to  symptoms  observed  in mouse 




analysis  of  the  spinal  cord  from  a mouse model  of  type  2 Gaucher  disease  reported  the 
presence  of what was  assumed  to  be GluCer.  The  authors  report  accumulation  of  “lipid 
tubules present in lysosomes” (Willemsen et al., 1995). However, due to the poor quality of 
pictographs  presented  in  this  publication  it  is  difficult  to  draw  any  parallels  between 
observations  in  LIMP‐2‐deficient mice  and  this Gaucher mouse model.  In  another mouse 
model of Gaucher disease  type 3,  storage of unidentified material was  reported  in axonal 
processes of neurons within the spinal cord of mutant animals (Sun et al., 2010a). However, 
one should be cautious in drawing parallels in relation to the nature of the stored substances 
in  spinal  cord  as  the  accumulated  lipid‐like  droplets  or  dense  material  have  not  been 
definitively  identified  in Gaucher or LIMP‐2‐deficient mice. Additional studies  involving EM 





(Gamp  et  al.,  2003)  which  may  also  contribute  to  paralysis  (Huxley  et  al.,  1996). 
Furthermore, kyphosis, demonstrated progressively in LIMP‐2 knockout mice, is common in 
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mouse models  of motor‐system  and  spinocerebellar  neurodegeneration  and  is  caused  by 




necessary  to determine  if  similar  lipid accumulation also  results  from LIMP‐2 deficiency  in 
brain. Previous EM studies have identified osmiophilic  inclusions  in the Purkinje cells of the 
cerebellum in LIMP‐2 knockout mice (Berkovic et al., 2008). However, no other areas of the 
CNS  were  analysed.  Additionally,  identification  of  neuronal  shrinkage  and  death  via  EM 
analysis of brain material from LIMP‐2 knockout mice would complement neuropathological 
characterisation  in  this  study.  Preliminary  data  indicated  that  dendritic  spines  may  be 
affected  in  LIMP‐2‐deficient  mice.  However,  visualisation  of  individual  spines  and  their 
quantification as well as sample preparation using the Golgi‐Cox method is quite challenging 





gain  weight  beyond  4 months  of  age.  Similar  observations  have  been made  in  quite  a 
number of mice engineered to be deficient in a specific protein and it is a general indication 
that the organism  is  in a diseased state  (review:(Reed et al., 2008). Some examples where 
reduced size and failure to gain weight is observed in genetically engineered animals include 
mice deficient in LAMP‐2 (Tanaka et al., 2000), phosphotransferase knockout mice (Kollmann 
et  al.,  2012)  and  in  mouse  models  for  PD  (Rieker  et  al.,  2011).  Such  a  severe  weight 





(Kasper  et  al.,  2005;  Sun  et  al.,  2010b).  Despite  the  fact  that  LIMP‐2  appears  to  be 
ubiquitiously expressed in neurons and astrocytes throughout the CNS, several distinct areas 
appear  to  be  affected  differentially  in murine  knockout  brain. With  the  exception  of  the 
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outer  cortical  layers  and  the  molecular  layer  in  the  cerebellum,  severe  widespread 
astrogliosis  was  observed  throughout  the  CNS  in  LIMP‐2‐deficient  mice.  Additionally, 
reactive microgliosis, an  indication of neuroinflammation, was observed  in LIMP‐2‐deficient 
brain which was particularly acute within myelinated areas and regions involved in PD such 
as  the midbrain and pons. Furthermore,  significant CD68  immunostaining was detected  in 
the fornix, a region associated with “excessive daytime sleepiness” in PD patients (Matsui et 













with  the  pattern  of  microgliosis,  indicating  that  neuroinflammation  and  cell  death  is 
particularly  acute  in  storage  regions  of  the  brain.  A  similar  response  to  storage  of 
glycosphingolipids has been observed in a Gaucher type 2 mouse model (Enquist et al., 2007; 
Jeyakumar et al., 2003).  In  this  study no  increase  in  severity of  carbohydrate  storage was 
seen in LIMP‐2‐deficient mice between 6 and 10 months of age. Similarly, with the exception 
of the corpus callosum, no changes in severity in microglial activation were observed due to 






Figure 7.1 Overview of  commonality  in neuropathology between what  is known about  synucleinopathies, 
Gaucher disease and LIMP‐2 deficiency in mice.  Neurodegeneration observed in human Gaucher patients and 
LIMP‐2‐deficient mice but not in Gaucher mouse models is highlighted in red. Microgliosis and astrogliosis are 





of  the cerebellum. Deficiency  in LIMP‐2 was previously shown  to affect  the myelination of 
peripheral  nerves  in  mice.  It  appears  that  LIMP‐2  plays  a  more  critical  role  within  the 
myelination  mechanisms  of  the  peripheral  nervous  system  (PNS)  due  to  an  apparently 
increased degradation of myelin proteins (Gamp et al., 2003). Additionally, there are several 
differences  between  myelination  of  axons  within  the  CNS  and  PNS.  Schwann  cells  are 
responsible  for myelination of peripheral nerves whereas oligodendrocytes wrap axons of 
neurons  within  the  CNS  with  myelin  sheaths.  Furthermore,  while  one  Schwann  cell  is 
responsible  for  the  myelination  of  one  axon  in  the  peripheral  nervous  system  a  single 
oligodendrocyte  spirally  ensheathes  numerous  axons  at  once  in  a  much  more  complex 
process within  the  CNS  (Taveggia  et  al.,  2010).  Further  research  is  necessary  in  order  to 
clarify  the effects of  such progressive  acute microgliosis within  the myelinated  regions of 




Neuronal  damage,  indicated  by  eosinophilic  spheroids  and  cellular  shrinkage  as  well  as 
neuronal  loss,  observed  in  the  hippocampus may  account  for  some  behavioural  changes 




et  al.,  2004).  Similarly,  in  this  study,  increased  expression  of  LIMP‐2 was  detected  in  the 
CA2/CA3 region of the hippocampus. Interestingly, LIMP‐2‐deficient mice show neuronal loss 
in CA2‐4. Furthermore, LIMP‐2 knockout mice exhibit myoclonic jerking‐like behaviour (data 
not  shown)  which may  be  attributed  to  hippocampal  pathology  similar  to  that  seen  in 












LIMP‐2‐deficient  mice  is  difficult  to  determine.  Generally,  tremor  can  be  attributed  to 

















LIMP‐2‐deficient  mice  concerning  changes  in  levels  of  other  proteins  involved  in 
macroautophagy  such  as  LC3  (Kabeya  et  al.,  2000)  and  beclin‐1  (Russo  et  al.,  2011)  in 




The  synucleinopathies  encompass  a  large  group  of  neurodegenerative  disorders 
characterised by  intracellular accumulation of α‐synuclein  in neurons and glial cells  (Galvin 
et al., 2001; Xia et al., 2008). Dysfunction of lysosomal degradation through perturbation of 
the acidification (Usenovic et al., 2012), loss of protease activity (Cullen et al., 2009) or due 
to accumulation of  lipids  (Suzuki et al., 2007), especially GluCer  (Mazzulli et al., 2011), has 
been  shown  to  cause  α‐synuclein  accumulation.   Moreover,  α‐synuclein  accumulation  in 
vitro  and  in  vivo  has  been  linked  to  reduced  β‐GC  activity  using  the  inhibitor 




Previous  findings and results reported  in this study point to an essential role  for LIMP‐2  in 
the trafficking and activity of β‐GC in neurons and astrocytes and therefore the clearance of 
GluCer.  In  fact  elevated  levels  of  GluCer,  probably  as  a  consequence  of  reduced  β‐GC 
activity, were previously detected  in LIMP‐2‐deficient mouse  liver and  lung but not  in brain 
(Reczek et al., 2007). However, it should be noted that this data reflects the situation in non‐
backcrossed  mice.  The  recent  discovery  that  perturbation  of  β‐GC  activity  and  thus 
accumulation  of  its  substrate  GluCer  can  directly  cause  the  aggregation  of  α‐synuclein 
through  stabilisation  of  its  oligomeric  form  (Mazzulli  et  al.,  2011)  raised  the  question 
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whether  dysfunction  of  the  enzyme  and  subsequently  elevated  levels  of  lipids may  also 





pons,  midbrain,  substantia  nigra  and  the  granular  cell  layer  of  the  cerebellum  in 
LIMP‐2‐deficient mice. A dramatic reduction in total enzyme levels was observed in Western 
blots as well as a significant decrease  in enzyme activity using an enzyme assay for specific 
measurement  of  β‐GC  within  LIMP‐2‐deficient  brain.  Furthermore,  56  %  of  total 
β‐glucosidase activity  (β‐GC and GBA2) was observed  in  the pons of LIMP‐2‐deficient mice 
whereas  approximately  70  %  was  recorded  in  the  midbrain.  Interestingly,  α‐synuclein 
accumulation  was  also more  severe  in  the  pons  when  compared  to  the midbrain.  This 
evidence  points  to  a  potential  link  between  reduced  enzymatic  clearance  of  GluCer  and 
neuropathological consequences. Enzyme activity measurement of  lysates  from  the cortex 
and cerebellum  is necessary to validate  if there  is a connection between  lysosomal activity 
and neuropathology in other regions of the CNS.  
 
Accumulation of α‐synuclein can assume many  forms. Generally an  increase  in monomeric 
α‐synuclein,  due  to  retardation  of  its  degradation  either  by  the  lysosome  or  proteasome 
leads  to  an  increase  in  its  concentration  which  alone  causes  its  assembly  into  soluble 
ordered  fibrils  (Lashuel  et  al.,  2002;  Volles  and  Lansbury,  2002).  Biochemical  analysis  of 
soluble  and  insoluble  fractions  revealed  a  tendency  towards  a  decrease  in  monomeric 
α‐synuclein  in  LIMP‐2‐deficient  brains.  Nonetheless,  this  result  contradicts 
immunohistochemical  analysis  which  did  not  suggest  a  decrease  in  the  quantity  of 






aggregated  α‐synuclein was  observed  in  the  insoluble  fraction  of  LIMP‐2  knockout  brains 
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(data not shown). Furthermore, the majority of α‐synuclein is phosphorylated at serine 129 
when  aggregated  (Fujiwara  et  al.,  2002).  Therefore,  an  antibody  directed  against  the 




summarised  in  table  7.1. On  a  biochemical  level  few  research  groups  have  attempted  to 
analyse  the accumulation of  α‐synuclein Gaucher mouse models. Mice have been created 




al.,  2011).  Xu  et  al.  reported  a  similar  increase  in  an  oligomeric  form  of  α‐synuclein  in 
β‐GCV394L/PSNA  mice  to  that  observed  in  LIMP‐2‐deficient  mice.  However,  using  different 
biochemical extraction coupled with an array of different antibodies dissimilar aggregation 
patterns of α‐synuclein were reported by Mazzulli et al. for the β‐GCV394L/PSNA mouse. Other 
publications  reporting  accumulation  of  α‐synuclein  in  Gaucher  mouse  models  have  not 
examined the biochemical nature via immunoblot of the histologically accumulated deposits. 




Besides  the  hypothesis  that  suggests  accumulation  of  α‐synuclein  is  a  result  of  the 
stabilisation effect of GluCer, several other  theories exist  in an attempt  to explain  the  link 
between β‐GC and PD. One theory describes the toxic gain of function exerted by mutated 
β‐GC  by  directly  promoting  α‐synuclein  accumulation  suggesting  a  mutant  specific 
phenotype.  In  fact,  the majority of  β‐GC was  found  to be  localised  in  α‐synuclein positive 
Lewy  bodies  in  PD  patients  carrying mutations  in  the  enzyme  (Goker‐Alpan  et  al.,  2010) 
suggesting direct  interaction of both proteins  (Yap et al., 2011).  In  support of  this  theory, 
α‐synuclein  accumulation  was  reported  in  an  older  Gaucher  mouse  model  where 
heterozygote expression of β‐GCD409V was enough to cause disease (table 7.1(4)) (Sardi et al., 




accumulation  of  α‐synuclein  in  LIMP‐2‐deficient mice.  Therefore,  it  is  highly  unlikely  that 
misfolding of β‐GC alone is responsible for the occurrence of synucleinopathies.  
 
Gaucher  disease mouse models  should  be  cautiously  compared  to  LIMP‐2‐deficient mice 
when considering presentation of neurological symptoms and particularly when discussing 
the development of synucleinopathy with regard to the hypothesis describing GluCer´s role 
in  the stabilisation of α‐synuclein. Complete deletion of  the  β‐GC gene  is  lethal  leading  to 
death shortly after birth due to skin barrier defects (Tybulewicz et al., 1992). Furthermore, 
β‐GC knockout mice, where the skin phenotype was rescued (Enquist et al., 2007), as well as 




Misfolded  proteins  within  the  endoplasmatic  reticulum  (ER)  are  destroyed  by  the  cells` 
internal  quality  control  system  in  a  process  known  as  ER  associated  degradation  (ERAD) 
(Vembar  and  Brodsky,  2008).  In  fact,  evidence  pointing  to  additive  toxic  gain  of  function 
effects caused by ERAD of β‐GC mutants as well as reduction in enzyme activity is suggested 
to  cause  accumulation  of  α‐synuclein  (Sardi  et  al.,  2011).  ERAD  is  activated  when 
disease‐causing  mutants  of  β‐GC  are  expressed  in  the  cell  (Ron  and  Horowitz,  2005). 




primary  neurons  and  is  therefore  probably  exocytosed  from  the  cell  similar  to  reports  in 
fibroblasts (Reczek et al., 2007).  It  is thus  likely that, due to the fact that β‐GC  is no  longer 
retained within the ER but is merely transported out of the cell, the potential disturbance on 













A  similar  pattern  of  synucleinopathy  to  that  observed  in  LIMP‐2‐deficient  mice  was 
previously reported in a mouse model for severe Gaucher disease type 3 (table 7.1(6)) where 
expression  of  mutated  β‐GC  in  conjunction  with  low  expression  levels  of  prosaposin, 
referred  to  as  β‐GCD409H/PSNA,  resulted  in  a  significant  reduction  in  enzyme  activity  and 
storage of GluCer within the CNS. The authors reported accumulation in the same regions as 
observed in LIMP‐2‐deficient mice in this study with the exception of the pons which was not 
assessed  in  the publication  (Xu et al., 2011). Additionally,  α‐synuclein deposits have been 
reported in the cortex and hippocampus of the β‐GCD409H/PSNA mouse (Xu et al., 2011) as well 






Several  other  explanations  may  account  for  discrepancies  between  neuropathology 
observed in Gaucher mouse models and LIMP‐2‐deficient mice. In mouse models believed to 
recapitulate  the  symptoms of  type 2 and 3 Gaucher disease  in humans mutated  forms of 
β‐GC as well as dramatically reduced expression of prosaposin were used (Xu et al., 2011). 
Saposins A‐D are derived from a common precursor, prosaposin. Each saposin is involved in 
the  degradation  pathway  of  a  specific  sphingolipid.  PSNA mice  express  prosaposin  at  a 
subnormal  level,  thus  leading  to  deficiency  in  all  saposins  A‐D  and  an  accumulation  of  a 
concert of sphingolipids (Sun et al., 2002).   Thus, crossing this mouse with mice expressing 
Gaucher  disease  mutants,  in  an  attempt  to  perturb  specifically  the  activity  of  β‐GC,  is 
intrinsically  flawed.  In  fact,  whether  these  mice  are  an  appropriate model  for  Gaucher 
disease  is  under  debate  (review: (Farfel‐Becker  et  al.,  2011).  Therefore, Gaucher models´ 
effects  on  reduction  in  the  activity  of  β‐GC  and  the  development  of  synucleinopathy  are 










to  raise  α‐synuclein  levels  within  the  substantia  nigra  but  no  aggregation  was  reported 
(Manning‐Bog et al., 2009). However, no other  in vivo studies  in mice assessing  the direct 
influence  of  reducing  β‐GC  activity  without  the  necessity  of  overexpressing  mutants  of 
hypomorphic  expression  of  prosaposin  are  possible  as  knockout  mice  for  β‐GC  are 
embryonically lethal (Tybulewicz et al., 1992).  
 
LIMP‐2‐deficient mice  provide  a  unique means  of  assessing  what  influence  a  significant 
reduction  of  β‐GC  activity  has  on  the  accumulation  of  α‐synuclein  in  neurons  without 
affecting  ERAD  via  the  expression  of  toxic  mutants,  reducing  the  activity  of  several 
hydrolases through hypomorphic expression of prosaposin or lethal knockout of the enzyme. 




Further  studies  on  transgenic mice  such  as  those  overexpressing mutant  LIMP‐2  that  is 
targeted to the lysosomes correctly but incapable of binding β‐GC (Blanz et al., 2010) could 
help  to  elucidate  the  specific  role of  LIMP‐2  and  lipid metabolism  in  the development of 
synucleinopathies. Any phenotype uncovered in these mice should be only due to defects in 
β‐GC  trafficking  thereby  minimise  any  confusion  with  other  yet  unknown  functions  of 
LIMP‐2.  Similarly,  analysis  of  recently  reported mice  that  overexpress  LIMP‐2  (Lin  et  al., 
2013) may prove useful  in  the  interpretation of  its potential  to augment  the  clearance of 
α‐synuclein through increasing the activity of β‐GC. Conversely, crossing of LIMP‐2‐deficient 
mice  with  those  overexpressing  wild‐type  or  a  pathological  form  of  α‐synuclein,  two 
scenarios known to increase the progression of PD (Rieker et al., 2011; van der Putten et al., 
2000),  should  result  in  an  earlier  and more  severe  onset  of  disease.  Finally,  crossing  of 
LIMP‐2 overexpressing mice (Lin et al., 2013) with PD mouse models (Rieker et al., 2011; van 
der Putten et al., 2000) would add strength to the hypothesis that influencing LIMP‐2 levels 
can  potentially  impact  α‐synuclein  levels.  Furthermore,  even  though  several  PD  mouse 














clearance  (Sun  et  al.,  2010a).  Accumulation  of  p62 was  observed  throughout  the  CNS  of 
LIMP‐2‐deficient  mice  suggesting  the  impairment  of  autophagosome/lysosome  function. 
Interestingly,  Western  blot  analysis  showed  significant  changes  in  soluble  p62  levels  in 
lysates from the pons, a region observed to have more dramatic reduction  in β‐GC activity 
and the most significant accumulation of α‐synuclein. This correlated with immunohistology 
that  showed  a  significant  increase  in  p62  deposits  in  the  pons when  compared  to  other 
regions of the CNS also shown to have such deposits in LIMP‐2‐deficient material. However, 
it  is  possible  that  p62  may  be  also  retained  by  insoluble  proteins.  Further  analysis  of 
insoluble fractions for the accumulation of p62 is necessary in order to determine if there is 




normally  ubiquitinated  (Arrasate  et  al.,  2004;  Kopito,  2000).  However,  no  increase  in 
insoluble high molecular weight proteins was detected in LIMP‐2‐deficient brains pointing to 
the  absence  of  aggresomes.  This  is  not  surprising  as  no  indication  of  accumulation  of 
insoluble aggregated  α‐synuclein was observed  in  LIMP‐2‐deficient brains. Bands detected 
by  polyubiquitin  (FK1)  that  failed  to  react with  the  antibody  directed  against  α‐synuclein 
(syn‐1),  such  as  the 60  kDa band may be ubiquitinated  forms of  α‐synuclein.  In  this  case 
some additional posttranslational modifications may have masked the epitope recognised by 
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syn‐1. UCHL‐1  can deubiquitinate  α‐synuclein  (Liu et al., 2002) and  could  thus be used  to 
treat  lysates  (Sampathu et al., 2003). A  reduction  in  the 60 kDa band  in  lysates  treated  in 
vitro with UCHL‐1 would establish if this band corresponds to ubiquitinated α‐synuclein.  
 
Upregulation of macroautophagy  in  immunohistological sections could  indicate a potential 
dysfunction  in  clearance  of  organelles  due  to  LIMP‐2  deficiency.  An  unidentified 
polyubiquitinated band was significantly increased in insoluble fractions of LIMP‐2‐deficient 
brains which could be a target of macroautophagy that has not been degraded. For instance, 
mitochondrial  dysfunction  is  associated  with  an  increase  in  concentration  of  oligomeric 






Additionally,  it  is not  clear  if p62 accumulation  is within neurons, astrocytes or microglia. 
Further experiments  involving  immunofluorescence of neuronal,  astrocytes  and microglial 





many  aspects  of  their  behavioural  and  neuropathological  criteria  are  comparable.  Both 
human patients and mice lacking LIMP‐2 expression suffer from ataxia (Badhwar et al., 2004; 
Berkovic et al., 2008) and deafness (Perandones et al., 2012). Furthermore, LIMP‐2‐deficient 
mice  show  signs  of  tremor  and  myoclonic  jerking.  However,  more  specialised  analysis 




Ultrastructural  studies have  shown an accumulation of electron dense material within  the 
cerebellum  of  both  AMRF  patients  (Badhwar  et  al.,  2004)  and  in  LIMP‐2‐deficient mice 
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(Berkovic et al., 2008).  In this study,  loss of LIMP‐2 expression  in mice causes PAS positive 
deposits  throughout  the  CNS.  Similar  accumulation  has  been  reported  in  the  cortex 
(Badhwar  et  al.,  2004)  and  cerebellum  (Berkovic  et  al.,  2008)  of  AMRF  patients.  Acute 
storage  of  PAS  positive material  in  the myelinated  regions  of  the  CNS was  observed  in 
LIMP‐2‐deficient  mice.  Such  accumulation  has  not  been  reported  in  AMRF  material. 
















GluCer  to  stabilise  α‐synuclein,  thereby  promoting  the  formation  of  toxic  oligomers 
(fig. 7.2‐3) and retarding its degradation (Mazzulli et al., 2011), it is feasible that reduction of 
lipid accumulation within the lysosome may improve clearance of the protein. It is therefore 
plausible  that  LIMP‐2  expression  can directly  influence whether  a patient develops PD or 
not.  
 
A  reduction  in  β‐GC  activity  was  previously  shown  to  decrease  proteolysis  within  the 
lysosome  (Mazzulli et al., 2011). Therefore,  initial degradation of  α‐synculein may also be 
affected  due  to  a  decrease  in  enzyme  activity  and  the  resulting  increase  in GluCer  or  its 
metabolic  products.  The  reintroduction  of  active  β‐GC  into  Gaucher  mouse  models 
ameliorated  CNS  impairment  and  synucleinopathies  (Sardi  et  al.,  2011).  Even  more 
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interesting  is  that  the overexpression of  β‐GC  in murine PD models  leads  to a decrease  in 
monomeric α‐synuclein  (Sardi et al., 2013) pointing  to  the significance of  β‐GC activity  for 
maintenance of α‐synuclein levels. It has been reported that functional loss of β‐GC leads to 
α‐synuclein accumulation that itself further inhibits β‐GC`s lysosomal activity (Mazzulli et al., 
2011). Due  to  the progressive nature of  the pathogenic  loop described by Mazzulli et al., 







of  the  SCARB2  (Michelakakis  et  al.,  2012). Other  studies  have  confirmed  the  connection 









(Mazzulli et al., 2011) a direct means of preventing  the generation of  the  lipids within  the 
cell may be a useful  target  in combatting  the disease  (fig. 7.2A). Miglustat,  identified as a 
potential drug for the treatment of several lysosomal storage diseases (Accardo et al., 2010), 
inhibits  the  glucoslyceramide  synthase  (Platt  et  al.,  1994)  thus  leading  to  a  significant 
reduction  in GluCer within  the cell.   However,  in  this  study miglustat  treatment of mouse 
embryonic  fibroblasts  (MEFs)  overexpressing  wild‐type  or  aggregation  prone,  mutated 
(A53T)  α‐synuclein  did  not  have  a  significant  effect  on  the  clearance  of  the  pathogenic 
protein.  It  should  be  pointed  out  that, whether  or  not  a  reduction  in GluCer  levels was 
achieved was not assessed  in  these experiments. Furthermore, MEF cells were  treated  for 
2 days. Perhaps a  longer period of treatment with the  inhibitor  is necessary for the effects 
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on  α‐synuclein  levels  to  be  noticeable.  Finally,  neurons  are  known  to  have  high  levels  of 
glycosphingolipids (Yu et al., 2009). Primary neuronal cultures from wild‐type mice or those 
overexpressing α‐synuclein were  treated every second day with miglustat  for a  total of 10 
days. Optimisation of the experimental setup including length of treatment and assessment 
of  the  effects  of  miglustat  treatment  on  GluCer  levels  via  liquid‐chromatography  mass 
spectrometry  would  help  elucidate  the  potential  effects  on  α‐synuclein  levels  after 
treatment. 
 
Figure 7.2 Model outlining an array of  strategies aimed at  reducing  the accumulation of glucosylceramide
and α‐synuclein in the cell.  1‐ Increased levels of α‐synuclein within the lysosome lead to its oligomerisation. 
2‐  A  decrease  in  β‐GC  activity  leads  to  elevated  concentrations  of  glucosylceramide  (GluCer)  3‐ which  can 
stabilise α‐synuclein oligomers thereby impeding their degradation. 4‐ Soluble oligomeric fibrils may permeate 
the  lysosome and block  trafficking of newly  synthesised proteins  from  the ER  to  the Golgi. 5‐ Expression of 
mutated  β‐GC  results  in  activation  of  ER  associated  degradation  (ERAD)  using  the  ubiquitin  ligase  PARKIN 
causing  a  reduction  in  ubiquitination  of  α‐synuclein  and  thus  reducing  its  degradation  by  the  proteasome.  
A‐ Miglustat directly  reduces  levels of GluCer by blacking  its  synthesis  in  the Golgi. B‐ Chemical  chaperones 








in  human  LIMP‐2‐deficient  dopaminergic  neurons  would  be  the  use  of  a  relatively  new 
technology that creates  inducible pluripotent stem cells (iPSCs) from fibroblasts (Takahashi 
et  al.,  2007).  Subsequently,  the  AMRF  patient‐derived‐iPSCs  can  be  differentiated  into 
neurons  (Seibler  et  al.,  2011).  Analysis  of  β‐GC  mistrafficking  in  conjunction  with 
measurement of GluCer and GluSph levels would help in the clarification of LIMP‐2´s role in 
the  development  of  synucleinopathies.  Stable  transfection  of  human  dopaminergic 
neuroblastoma  cells  (SHSY‐5Y) with  α‐synuclein,  or  α‐synuclein with  the mutation  A53T, 






found  co‐aggregated  in  Lewy bodies with  α‐synuclein  (Goker‐Alpan et al., 2010; Sidransky 
and  Lopez, 2012),  limited  information  is available describing  LIMP‐2  levels  in PD patients. 
Two recent publications reported no change in LIMP‐2 protein in brain lysates from patients 
suffering from sporadic PD or Lewy body disease (Gegg et al., 2012; Kurzawa‐Akanbi et al., 
2012). However,  the  level  of  LIMP‐2,  specifically within  dopaminergic  neurons,  has  never 
been assessed. To date, no study has analysed changes in LIMP‐2 expression in response to 
disease within the substantia nigra. Unfortunately, due to the high quantity of neuromelanin 
in  dopaminergic  neurons  it was  not  possible  to  determine  accurately  if  there were  any 
differences  in  LIMP‐2  expression  with  this  neuronal  type  as  a  result  of  disease. 
Immunofluorescence with a dopaminergic marker and LIMP‐2 would help to reveal whether 
any  changes  occur  in  PD  brain.  More  interestingly,  immunofluorescence  studies  with 
antibodies directed against α‐synuclein and LIMP‐2 would aid in determining whether there 
is  a difference  in  the  steady‐state  level  and  localisation of  LIMP‐2  in neurons positive  for 
Lewy bodies.  
 
An  increased  expression  of  α‐synuclein was  previously  reported  to  cause  ER  retention  of 
β‐GC  (Mazzulli  et  al.,  2011).  One measure  that  one  could  take  to  increase  β‐GC  activity 
within  the  lysosome  would  be  manipulation  of  the  transcription  level  of  the  enzyme`s 
  136Discussion
transporter,  LIMP‐2  (fig.  7.2B).  Interestingly,  overexpression  of  LIMP‐2  has  already  been 
shown  to  enhance  trafficking  and  rescue  lysosomal  activity  of  the  L444P mutant  of  β‐GC 
(Reczek et al., 2007).  In  this study  the ER  retention of  β‐GC, caused by  increased  levels of 
α‐synuclein,  could  be  overcome  in  HeLa  cells  by  overexpressing  LIMP‐2.  Furthermore, 
increased levels of LIMP‐2 led to an increase in the activity of β‐GC in both HeLa and SHSY‐5Y 
cells. In this way, it is probable that more lysosomal β‐GC, when trafficked correctly, results 
in  an  increase  in  activity  and  thus  reduced  lysosomal  GluCer  therefore  abolishing  the 
stabilising effects of this lipid on α‐synuclein. Additionally, the reduction of α‐synuclein levels 
via  overexpression  of  a  LIMP‐2 mutant  incapable  of  binding  β‐GC may  indicate  a  direct 




While  analysis  of  the  promoter  region  of  LIMP‐2 may  prove  an  interesting measure  to 





of  changes  in  LIMP‐2  transcription  in  a high‐throughput  screen with  small molecules may 
prove  useful  in  the  discovery  of  novel  effectors  for  the  treatment  of  PD.  Additionally, 
increased expression of β‐GC alone may prove useful  in combatting  the  toxicity caused by 
augmented  levels of  α‐synuclein.  In  fact  viral  transfection of  β‐GC was  recently  shown  to 
reduce monomeric levels of α‐synuclein in a PD mouse model (Sardi et al., 2013). The master 
regulator  of  lysosomal/autophagy  protein  expression,  TFEB  is  known  to  increase 
transcriptional  levels  of  β‐GC  but  not  LIMP‐2  (Sardiello  et  al.,  2009).  Furthermore,  TFEB 
activation is intimately connected to autophagy (Settembre et al., 2011) and was previously 
shown  to  influence  the clearance of Huntingtin  in cultured cells  (Sardiello et al., 2009).  In 
fact starvation  leads to TFEB nuclear translocation and  increased activity (Settembre et al., 




Another  means  of  increasing  trafficking  of  β‐GC  to  the  lysosome  would  be  the  use  of 
well‐established  chemical  chaperones  (fig.  7.2B).  Isofagamine  and  ambroxol  have  been 
shown to increase lysosomal targeting and activity of the β‐GC mutant L444P (Bendikov‐Bar 
et  al.,  2011;  Khanna  et  al.,  2010)  which  is  associated,  when  homozygous,  with  severe 
neuronopathic cases of  type 3 Gaucher disease. The  β‐GC mutant D409V, associated with 
synucleinopathy  in mice  (Sardi et al., 2011), was previously  shown  to  reverse  α‐synuclein 
deposits  in cell culture via  treatment with  isofagamine  (Cullen et al., 2011). Of course  the 
question  remains whether  such  chaperones would have a pronounced effect on  correctly 
folded  wild‐type  β‐GC  and  still  increase  its  trafficking  from  the  ER  to  the  lysosome  to 
overcome  the  blockage  in  ER‐Golgi  trafficking  caused  by  increased  levels  in  α‐synuclein 
(Cooper et al., 2006; Thayanidhi et al., 2010). Manipulation of the trafficking and activity of 
β‐GC  via  its  interaction with  LIMP‐2  or  chemical  chaperones may  prove  to  be  attractive 





While overexpression of  LIMP‐2  in  cultured  cells  led  to a  significant  increase  in hydrolytic 
activity  of  β‐GC  an  unexpected  synergistic  effect  of  coexpression  with  α‐synuclein  was 
observed  in  activity  assays.  LIMP‐2  and  β‐GC  are  thought  to  interact  at  neutral  pH  and 
dissociate from one another in the acidic environment of the lysosome (Zachos et al., 2012). 
Thus, overexpression of LIMP‐2  leads to an  increased  level of  lysosomal β‐GC. Additionally, 
overexpression  of  α‐synuclein  leads  to  an  increase  of  its  transport  into  the  lysosome  for 
degradation.  However,  α‐synuclein  is  thought  to  interact with  β‐GC  (fig.  7.3‐2)  which  is 
favoured  at  an  acidic  pH  (Yap  et  al.,  2011)  thereby  inhibiting  enzyme  activity  (Yap  et  al., 
2013) and potentially preventing  its degradation. Cells are  lysed  in a buffer at neutral pH. 
Thus,  α‐synuclein  can  dissociate  from  the  enzyme  allowing  it  to  become  again  active.  In 
support  of  this  hypothesis  overexpression  of  LIMP‐2, which  leads  to  increased  lysosomal 





cells show normal β‐GC activity. 2‐ Overexpression of LIMP‐2  leads  to an  increase  in delivery of β‐GC  to  the 
lysosome and increased activity as measured via an enzyme activity assay. 3‐ Overexpression of LIMP‐2 leads to 
an  increase  in delivery of β‐GC to the  lysosome. However, overexpression of α‐synuclein may also  lead to  its 





This study underlines  the  importance of LIMP‐2 as a  β‐GC  transporting protein  in neurons 
and its potential role in the development of PD and other synucleinopathies. From the data 
presented  it  can  be  speculated  that  accumulating  lipids  caused  by  reduced  β‐GC  activity 
initiate  α‐synuclein  accumulation  which  correlates  with  previous  studies  linking 
accumulation  of  lipids  due  to  lysosomal  dysfunction  with  the  development  of 
synucleinopathies.  One  of  the  fundamental  questions  is  whether  LIMP‐2  may  influence 
α‐synuclein levels independently of its trafficking functions for β‐GC.  
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lysosome  which  may  lead  to  a  reduction  of  degradation  of  α‐synuclein.  3‐  Consequently  an  increase  in 
α‐synuclein`s  concentration  ultimately  results  in  its  oligomerisation.  4‐  Reduced  lysosomal  function  due  to 
storage  within  the  cell  may  cause  the  blockage  of  macroautophagic  clearance  of  certain  substrates. 
5‐  Accumulation  of  several  potentially  toxic  substances  probably  eventually  leads  to  apoptosis, 
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